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Résumé
La pollution lumineuse, résultat de l’éclairage nocturne anthropique, est un problème répandu 
dans le monde. Elle affecte une grande variété d’êtres vivants dans les milieux où elle est 
présente. Les effets exacts qu’elle peut avoir sur les organismes n’ont pas été beaucoup explorés . 
A ce sujet, rien n ’est connu de son influence sur le phytoplancton. En l'occurrence, les 
cyanobactéries sont des organismes unicellulaires du phytoplancton. Dans cette étude, une 
cyanobactérie, Microcystis aeruginosa, a été cultivée en turbidostat en absence et en présence 
d’éclairage nocturne tel qu’observé à la surface d’un lac urbain éclairé. Plusieurs mesures ont été 
réalisées à des intervalles de deux heures sur trois périodes de 48h afin d ’observer les 
changements sur l’écophysiologie des cyanobactéries en présence de pollution lumineuse. 
Certaines de ces mesures montrent un effet de la pollution lumineuse,, comme le rendement 
quantique de photosynthèse, la quantité de chlorophylle a et de protéines photosynthétiques par 
cellule, démontrant ainsi l’effet de la pollution lumineuse sur M. aeruginosa. D’autres mesures 
n ’ont pas été affectées par la pollution lumineuse. Celles-ci comprennent la quantité de certaines
14
protéines photosynthétiques, la mesure d’efficacité photosynthétique par C et la microcystine 
intracellulaire. Une hypothèse permettant d’expliquer les résultats a été émise. En conclusion, 
l’étude a permis de montrer qu’un éclairage d’une intensité lumineuse semblable à ce qui est 
retrouvé dans nos villes peut causer des changements dans l’écophysiologie de Microcystis 
aeruginosa en laboratoire.
Mots-clés
Pollution lumineuse, Microcystis aeruginosa, rythmes circadiens, cyanobactéries, éclairage 
nocturne
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Abréviations et symboles
Symbole Description Unité
14C Carbone 14, radioisotope du carbone
Q Chla Dans le contexte des courbes PvsE, pente initiale de la 
photosynthèse normalisée à la chlorophylle a
mg C mg ChF1 h '1 
(pmol photons m-2 s '1) '1
Chia Chlorophylle a flg/L
CO2 Dioxyde de carbone
DEL Diode électro luminescente
DIC Dissolved inorganic carbon, carbone inorganique dissout ppm
DMSO diméthylsulfoxyde, un solvant organique
E Éclairement pmol photons m 2 s-1 
(peut être aussi 
exprimée en 
watt.m-2.s-l et en lux)
Eefif Éclairement pondéré à l'efficacité pmol photons n r2 s '1 
nm-1
Fm Fluorescence maximale
F0 Fluorescence initiale
Fv Fluorescence variable
Fv/Fm Rendement quantique de photosynthèse obtenu par 
fluorescence variable
HCL Acide chlorhydrique
PAR Photosynthetically  active rad iation , m esure de 
l'éclairement lumineux limitée à la photosynthèse
pmol photons m 2 s '1
pchl 1 max Dans le contexte des courbes PvsE, photosynthèse 
maximale normalisée à la chlorophylle a
mg C mg ChF1 h '1
pH Potentiel hydrogène
PsaC Protéine associée au photosystème I
PsbA Protéine associée au photosystème II
PvsE Photosynthèse en fonction de l’éclairement
RbcL Protéine associée à Rubisco
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1. Introduction
L’éclairage artificiel nocturne est omniprésent dans les villes industrialisées du monde (Navara 
and Nelson, 2007). En effet, divers lampadaires et luminaires ornent les routes, les bâtiments 
résidentiels et commerciaux, de même que les terrains de sport. Il est permis de se questionner 
sur l’impact que toute cette lumière nocturne additionnelle peut avoir sur les organismes vivants. 
Jusqu’à l’industrialisation, les sources de lumière auxquelles étaient soumis les êtres vivants 
étaient limitées au soleil, à la lune, aux étoiles, au feu et à quelques organismes bioluminescents. 
Les principales, soit le soleil et la lune, ont des rythmes très réguliers. Cette cadence 
pratiquement immuable a porté beaucoup d’organismes à s’y adapter. Par exemple, certaines 
plantes, appelées de jour court, comme les poinsettias, ne produisent des fleurs que lorsque la 
noirceur atteint une certaine durée et les coraux se reproduisent en fonction de la lune (Babcock 
et a i,  1986). D’autre part, l’être humain et plusieurs autres espèces animales et végétales ont 
développé ce que l ’on appelle un cycle circadien qui leur permet de réguler leurs diverses 
activités physiologiques grâce à des indices extérieurs dont la lumière fait partie. L’ajout de 
sources de lumière artificielle, en perturbant les cycles circadiens, affecte les êtres vivants qui 
s’étaient adaptés à des sources stables. Tel que déclaré par la docteure Nancy Snyderman : « En 
inventant l’ampoule, Thomas Edison avait découvert l’insomnie. » En effet, les longueurs d’onde 
dans le bleu (avoisinant 470 nm) inhibent la production de mélatonine et affectent notre cycle 
circadien (Lockley et al., 2003; Wright et al., 2004). On parle alors de pollution lumineuse 
lorsqu’il y a modification de l’environnement lumineux naturel et nuisance provoquée par 
l’éclairage artificiel (ASTROLab du parc national du Mont-Mégantic, 2009). Dans cette étude, 
l’effet de la pollution lumineuse sur les cyanobactéries d’eau douce a été examiné pour la 
première fois.
2. Problématique
2.1. Types de pollution lumineuse
La pollution lumineuse peut se présenter de deux façons. D’une part, il peut s’agir 
d’éblouissement causé par la lumière qui provient directement d’une source lumineuse telle 
qu’un lampadaire ou un phare d’automobile. D’autre part, elle peut être diffuse et provenir de la 
lumière qui est émise vers le ciel ou réfléchie par le sol provoquant le phénomène du « dôme 
lumineux » des villes (Figure 1). En effet, cette lumière émise vers le ciel est diffusée par les 
particules en suspension dans l’air et par les molécules de gaz de l’atmosphère et crée un 
environnement nocturne qui n ’est jamais complètement noir. C ’est ce phénomène qui rend la 
plupart des étoiles invisibles en ville. Il est amplifié par la présence de neige, de pluie, de 
pollution dans l’air, ou d’un couvert nuageux qui reflète la lumière vers la ville.
Figure 1 : Dôme lumineux au-dessus de la ville de Sherbrooke, Québec, Canada (Photo de 
Guillaume Poulin, ASTROLab du Mont-Mégantic).
2.2. Quantification de la pollution lumineuse
La lumière peut être définie comme une radiation électromagnétique qui stimule la sensation de 
vision pour l’oeil humain moyen (Sager and McFerlane, 1997). Puisque toute radiation se 
propage sous forme d’onde et de particules, ces deux caractéristiques sont obligatoirement
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présentes dans une description complète de la lumière. On décrit donc la quantité de lumière par 
sa distribution spectrale et son éclairement (E , pmol photons m'2 s '1).
La distribution spectrale correspond à la quantité relative de lumière pour chaque longueur 
d’onde. Elle dépend de la source de lumière et est très importante dans le domaine de la biologie. 
En effet, les êtres vivants ne détectent pas toutes les longueurs d’onde de la même façon, de sorte 
que différentes longueurs d’onde pourront avoir différents effets sur eux. La lumière du soleil 
contient toutes les longueurs d’onde de lumière visible (Figure 2), en plus d’autres longueurs 
d’onde invisibles pour l’oeil humain. Ainsi, elle est susceptible d’avoir un d’impact sur une plus 
grande variété d’êtres vivants qu’une lumière qui a un spectre plus étroit. Par exemple, une 
radiation émise dans un large spectre comprenant, entre autres, des rayons UV, telles les lampes 
au mercure (Figure 3), a pour effet d’attirer les papillons de nuit qui détectent ces longueurs 
d’onde (Eisenbeis, 2006). Cela n’est pas le cas des lampes au sodium basse pression, qui 
émettent seulement de la lumière orange autour de 590 nm (Longcore and Rich, 2004). 
Toutefois, les lampes au sodium basse pression sont peu utilisées comme éclairage extérieur 
puisqu’elles ont un faible rendu de couleurs (US Department of Energy, 2012a). Les lampes au 
sodium haute pression, quant à elles, sont parmi les plus communes utilisées pour l’éclairage 
extérieur à cause de leur rendu de couleur supérieur aux lampes au sodium basse pression 
combiné à leur efficacité énergétique et à leur durée de vie élevée (US Department of Energy, 
2012b).
Natural Sunlight
300 400 500 600 700 800
W a v t ^ n g l h  u» N  t n u m e l e r
Figure 2 : Spectre de la lumière solaire dans les longueurs d ’onde du visible (Tiré de Anghinoni, 
2011)
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Figure 3 : Spectres d’émission de différentes lampes (tiré de Demoulin, 2002) où UV: ultra­
violet, IR: infra-rouge, Vi: violet, B: bleu, Ve: vert, J: jaune, O: orange et R: rouge.
L’éclairement est la mesure du flux lumineux reçu par unité d’aire de la surface recevant le flux. 
Il peut être mesuré en photonnr2s'' nm '1, en watt n r2 et en lux. Étant donné que la lumière 
mesurée représente habituellement un très grand nombre de photons, on parle en termes de 
micromoles de photons (pmol), qui sont aussi appelées microeinsteins (pE).
On peut pondérer l’éelairement pour tenir compte de l’efficacité de chaque longueur d’onde à 
produire une réaction photochimique. Ainsi l’éclairement pondéré pour son efficacité (Een, 
photonm'2 s '1) est donné par:
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Lmax
Eeff= J £(A.) E(k) dA.
Où X, est la longueur d’onde de la lumière (nm) et 8 est une pondération représentant l’effet 
biologique ou photochimique de la lumière.
Par exemple, lorsque l’éclairement est pondéré pour la réponse spectrale de l’oeil humain, on 
obtient une mesure en lux. Pour cette raison, le lux est l’unité que l’on retrouve souvent dans 
l’industrie de l’éclairage. On utilise donc souvent cette unité dans les publications concernant la 
pollution lumineuse (Longcore and Rich, 2004). Il est essentiel de connaître le spectre de la 
lumière mesurée en lux pour convertir la mesure en pmol photon m '^s'1. Pour des applications 
scientifiques, il est préférable d’utiliser une mesure en photonm^ s"1. Le tableau 1 compare les 
éclairements en lux et en pmol photon n r2 s-1 pour diverses sources de lumière.
Tableau 1 : Exemples d’éclairement lumineux (modifié de Rich and Longcore, 2006a, p. 6)
Étoiles
Pleine lune 
Stationnement éclairé 
Lumière du jour (nuageux) 
Lumière du jour (ensoleillé)
0,003 (Contor and Griffith, 
1995)
0,1 - 0,3
10
1000 -  10000 
103 000
3 10-5 *
0,0016-0,005 * 
0,08 ** 
16-165 * 
1700
* Supposé avec le m êm e spectre que le Soleil. C alculé à partir de la valeur de la lum ière du jo u r 
ensoleillé.
** M esuré dans un sentier riverain éclairé en hiver
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Pour les études concernant des impacts de la lumière en biologie, il peut être utile de choisir une 
pondération tenant compte des longueurs d ’onde qui peuvent affecter le processus physiologique 
étudié. La mesure du PAR (photosynthetically active radiation) en est un exemple. Il s’agit de la 
somme de l’éclairement sur l’étendue des longueurs d’onde susceptibles d’être utilisées pour la 
photosynthèse (de 400 à 700 nm habituellement).
Peu importe l’unité ou la pondération, plus l’éclairement lumineux est fort, plus son impact 
potentiel est grand. En effet, plus l’éclairement est fort, plus la lumière pourra être reflétée et 
diffusée, ce qui contribuera au dôme lumineux observé au-dessus des villes. D ’autre part, plus 
l’éclairement lumineux est grand, plus il peut influencer les organismes qui se trouvent en ligne 
directe avec la source. La distance à laquelle elle aura un effet est aussi d’autant plus grande.
2.3. Impacts de la pollution lumineuse sur les organismes
L’éclairage nocturne affecte une grande variété d’organismes vivants, parmi eux se retrouvent 
entre autres: les insectes, les oiseaux, les tortues de mer, les batraciens, les chauves-souris et les 
humains. Une revue très complète de ceux-ci se retrouve dans le livre «Ecological conséquences 
o f artificial night lighting» (Rich and Longcore, 2006). Nous détaillerons ici'les impacts de 
l’éclairage nocturne sur les organismes liés aux cyanobactéries, soit les organismes aquatiques 
d’eau douce et les végétaux.
2.3.1. Milieux aquatiques d’eau douce
Les milieux aquatiques d’eau douce sont susceptibles de subir des effets de la pollution 
lumineuse. En effet, que ce soit en milieu urbain ou rural, les rives des lacs sont souvent éclairées 
(figure 4). La lumière, qui n’est pas bloquée par les arbres ou les bâtiments, parvient à l’eau et 
peut affecter les organismes qui y vivent.
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Figure 4 : Éclairage sur les rives du Lac des Nations, Sherbrooke, Québec, Canada, février 2010 
(photo de Flavienne Bruyant).
Quelques études ont démontré l’effet de la lumière nocturne sur des organismes aquatiques. Par 
exemple, la migration verticale effectuée par le zooplancton dépend de la luminosité et peut être 
modifiée par des changements minimes d’intensité lumineuse (Moore et al., 2006). Typiquement, 
le zooplancton se trouve dans la zone profonde durant le jour, monte la nuit pour brouter près de 
la surface, et retourne en profondeur à l’aube (Hutchinson, 1967). Il a été observé que la lumière 
de la pleine lune pouvait réduire l’amplitude des migrations de Daphnia (un genre de 
zooplancton) d’environ deux mètres (Dodson, 1990). Le même phénomène a été observé avec 
l’éclairage artificiel dans des lacs de la région de Boston, où on a observé un arrêt de la 
migration du zooplancton là où il y a présence d ’éclairage artificiel (Moore et al., 2006). Les 
plus grosses espèces de zooplancton sont les plus sensibles aux éclairements faibles (Moore et 
al., 2006). On a émis l’hypothèse que cette réponse en fonction de la taille venait de la pression 
prédatrice des poissons qui sélectionnent les plus grosses espèces à faible luminosité (Moore et 
al., 2006). Le confinement du zooplancton aux zones plus profondes des lacs 24 heures par jour 
peut avoir un effet sur la santé de leurs populations et réduire l’ingestion du phytoplancton à la 
surface, là où il y a un éclairement permanent. Ces effets sont amplifiés par des eaux claires où la 
lumière pénètre plus profondément et par une plus grande luminosité à la surface de l’eau
7
(Moore et al,, 2006). On peut aussi proposer qu’une telle inhibition de la migration en surface 
puisse avoir des répercussions écologiques en réduisant le broutage du phytoplancton en surface 
et favorisant ainsi les espèces qui y croissent.
Le comportement des poissons est aussi affecté par des changements de luminosité très faibles. 
En effet, la migration verticale journalière est influencée par la lumière. Certaines espèces se 
confinent dans les fonds des lacs lors de la pleine lune, d’autres, en rivières, évitent de sortir de 
leur abri pour se nourrir lorsqu’ils sont éclairés par une lumière aussi faible que celle des étoiles 
(0,003 lx) (Contor and Griffith, 1995). Les organismes aquatiques sont donc sujets à subir les 
effets de la pollution lumineuse, même avec des intensités très faibles.
2.3.2. Végétaux
Qu’elle soit naturelle ou artificielle, la lumière est utilisée par les végétaux pour faire la 
photosynthèse. Cependant, l’éclairage artificiel extérieur nocturne est très faible par rapport au 
Soleil et la photosynthèse supplémentaire que les plantes peuvent faire la nuit grâce à la pollution 
lumineuse est vraisemblablement négligeable (Cathey and Campbell, 1975).
Par contre, les plantes utilisent la lumière pour divers mécanismes autres que celui de la 
photosynthèse. Les plantes possèdent plusieurs types de récepteurs de lumière, appelés 
phytochromes, qui leur permettent de s’adapter à leur environnement (Montgomery, 2008). 
Beaucoup de plantes utilisent la durée du jour, la photopériode, pour déterminer l’arrivée des 
saisons et ainsi déclencher le bourgeonnement, la perte des feuilles, la dormance, la floraison, 
etc. (Cathey and Campbell, 1975). Par exemple, certaines plantes, qualifiées de plantes de « jour 
court », comme les chrysanthèmes et les poinsettias, ont besoin d’une période de noirceur d ’une 
durée minimale pour fleurir (Cathey and Campbell, 1975). Un simple éclair de lumière peut 
empêcher leur floraison. Par ailleurs, Cathey and Campbell (1975) ont observé les effets d’un 
éclairage nocturne d’environ 10 lux (semblable à ce que l ’on retrouve sur les rives d’un étang, 
voir Tableau 1) sur différentes espèces d’arbres en laboratoire. Certaines n’ont pas montré de 
changements apparents, alors que d’autres ont vu leur croissance augmenter ou leur floraison
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retardée avec l’ajout d’éclairage. Ils ont testé différentes lampes, et il s’est avéré que celles qui 
ont généré le plus de réponses ont été les lampes incandescentes et les lampes au sodium haute 
pression. Le seuil auquel les plantes commencent à réagir à la lumière artificielle nocturne n’est 
pas encore connu, mais quelques observations suggèrent un impact, au moins chez certaines 
espèces, de la lumière provenant des lampadaires utilisés pour éclairer les endroits publics. Par 
exemple, certains arbres des campus de Berkeley (University o f California) et du campus de 
Stanford University, toutes deux situées en Californie, gardent leurs feuilles en hiver sur 
certaines branches qui sont exposées à la lumière des lampadaires, et perdent les autres (Briggs, 
2006). Bien qu’on ait étudié plusieurs récepteurs de lumière des plantes, les conséquences de 
l’éclairage artificiel sur les plantes affectées par la pollution lumineuse restent peu connues 
jusqu’à maintenant.
2.4. Les cyanobactéries
Les cyanobactéries sont des bactéries Gram négatif photosynthétiques. Elles sont parmi les êtres 
vivants les plus primitifs de la Terre et les premiers autotrophes. Elles auraient contribué 
grandement au développement de la vie sur la Terre, grâce à leur capacité de fixer l’azote et de 
rejeter de l’oxygène. Elles seraient aussi à la base de l’évolution des chloroplastes des plantes 
(Margulis, 1981). Aujourd’hui, elles comprennent environ 2000 espèces sous forme unicellulaire, 
filamenteuse ou coloniale (Vincent, 2009). Elles sont présentes sur la terre ferme, en eau douce, 
en eau salée et dans des environnements extrêmes. Elles forment parfois des symbioses avec 
certaines plantes ou des champignons (ex.: lichen). Etant des organismes autotrophes 
photosynthétiques, les cyanobactéries ont besoin de lumière comme source d’énergie. La lumière 
joue cependant d’autres rôles importants dans leur physioécologie.
Notons ici que l’utilisation d’une cyanobactérie toxique comme organisme modèle ne sous-tend 
aucunement une hypothèse selon laquelle la pollution lumineuse aurait un effet sur les problèmes 
de fortes concentrations de cyanobactéries observées dans les étendues d’eau. Nous l’utilisons 
simplement comme organisme modèle étant donné que les cyanobactéries sont primitives,
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qu’elles croissent et s’adaptent rapidement et parce qu’il y a des raisons de croire que les 
cyanobactéries pourraient être particulièrement sensibles à la pollution lumineuse (Figure 5).
2.4.1. La photosynthèse
Bien qu’elles soient aptes à réaliser la photosynthèse, les cyanobactéries possèdent des pigments 
photosynthétiques différents de ceux des plantes, qui leur permettent d’utiliser une plus large 
étendue du spectre électromagnétique que les plantes (Lavoie et al., 2007). Ainsi, les 
cyanobactéries peuvent contenir de nombreux pigments qui contribuent à la variété de leurs 
couleurs allant du vert au rouge, au pourpre et même jusqu’au noir (Packer, 1988). En particulier, 
le pigment bleu, qui leur a valu le nom d’algues bleu-vert correspond à la phycocyanine. Elle 
absorbe la lumière autour de 618 nm (Figure 5); une longueur d’onde peu absorbée par les autres 
microalgues eucaryotes (p. ex. Bricaud et al., 2004) et émise par les lampes au sodium haute- 
pression (Figure 5).
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Figure 5 : Comparaison du spectre d ’émission des lampes au sodium haute pression 
(ANONYMOUS, 1983), du spectre d'absorption d’une haptophyte, Phaeocystis sp. (Ciotti et al., 
2002) et du spectre d’absorption de Microcystis aeruginosa. Les deux espèces forment .des 
colonies avec des cellules de tailles semblables à l’intérieur d’une matrice de mucus.
Plus en détail, les cyanobactéries possèdent des complexes protéiques pigmentés appelés 
phycobilisomes. Ces derniers, absents chez les plantes, servent à absorber l ’énergie lumineuse 
(Figure 6). C’est dans ces phycobilisomes que l’on retrouve les pigments comme la 
phycocyanine. Les phycobilisomes sont typiquement associés au photosystème II, complexe 
servant à utiliser l’énergie lumineuse pour oxyder la molécule d’eau. Selon certaines conditions, 
les phycobilisomes sont associés au photosystème I, site de l’absorption du deuxième photon 
dans la chaîne photosynthétique.
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Figure 6: Appareil photo synthétique chez les cyanobactéries comprenant le phycobilisome. Tiré 
de Johnson (2006)
2.4.2. Le cycle circadien
Les cyanobactéries possèdent un rythme circadien (Loudault et al., 2007). Un rythme circadien 
est un « système permettant d ’avoir une expression différentielle de ses gènes selon l’alternance 
jour/nuit » (Loudault et al., 2007). Par exemple, elles se divisent habituellement au moment de la 
tombée du jour (Vaulot and Marie, 1999). Cela peut être simulé en laboratoire avec un éclairage 
artificiel, c’est d’ailleurs une technique souvent utilisée pour « synchroniser » les cyanobactéries 
avant de les utiliser dans une expérience (Jacquet et al., 2001). Les mécanismes contrôlant le 
cycle circadien ont été étudiés sur la cyanobactérie d’eau douce, Synechococcus elongatus, au 
cours des dernières années (Ditty et, al., 2003; Yang et a l, 2010; Rust et al., 2011). Pour 
conserver leur rythme circadien, les cyanobactéries possèdent un « oscillateur central » qui reçoit 
un signal lumineux et le traduit par des réactions chez la bactérie (Figure 7). Cet oscillateur a été 
identifié et il contient trois protéines principales, KaiA, KaiB et KaiC (Loudault et al., 2007). 
KaiC a la capacité de s’autophosphoryler et de s’autodéphosphoryler en étant influencée par 
KaiA et KaiB. KaiA stimule sa phosphorylation, alors que KaiB inhibe KaiA. Des protéines
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(CikA, Pex et LdpA) synchronisent le cycle selon les variations environnementales, dont fait 
partie la lumière (Loudault et al., 2007).
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Figure 7 : Représentation schématique de la régulation du cycle circadien des cyanobactéries, tiré 
de Ditty et al., 2003
L’ensemble des réponses de ce cycle n ’est pas encore bien connu, mais des indices laissent croire 
qu’il pourrait influencer plusieurs mécanismes chez les cyanobactéries. Par exemple, des études 
ont pu faire le lien entre la lumière et la production d’une toxine, la microcystine, chez 
Microcystis aeruginosa (Kaebemick and Neilan, 2000; Wiedner et al., 2003). D ’autre part, le 
rythme circadien régirait la division cellulaire (Amdaoud, 2007). De plus, les cyanobactéries, 
tout comme les plantes possèdent plusieurs phytochromes (quelques fois appelés cyanochromes) 
qui permettent la perception de la lumière et entraînent différentes réponses physiologiques 
(Montgomery, 2008).
2.4.3. Microcystis aeruginosa
Au Québec, les cyanobactéries ont récemment attiré fortement l’attention de la population 
lorsqu’à l’été 2007, des efflorescences de cyanobactéries sont apparues sur plus de 150 plans 
d’eau. L’une des espèces de cyanobactéries les plus communes et les plus problématiques dans 
ces efflorescences est Microcystis aeruginosa. Cette cellule sphérique forme des colonies en 
amas où les cellules sont réunies par un mucilage commun (Komârek and Hauer, 2009) (Figure 
8). Elles se reproduisent selon une division cellulaire par fission binaire en trois plans
*
*
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perpendiculaires. La principale raison pour laquelle Microcystis aeruginosa est problématique 
dans nos cours d’eau est qu’elle produit parfois une toxine, la microcystine. La microcystine est 
la forme de cyanotoxines la plus répandue (Wiedner et al., 2003). Cette toxine peut entraîner des 
lésions au foie (où elle forme une liaison covalente avec la protéine phosphatase 2A) et, par le 
fait même, causer des problèmes de santé et même la mort pour les humains et les animaux qui 
l’ingèrent. Elle peut aussi causer des irritations à la peau lors d ’un contact direct (Lavoie et al. 
2007).
1000 x 2500 x
Figure 8 : Microcystis aeruginosa à différentes échelles
Les mécanismes qui provoquent le déclenchement des fleurs d’eau et la production de toxine 
chez Microcystis aeruginosa sont mal connus. Toutefois, la production de microcystine serait 
influencée par des facteurs environnementaux tels que les nutriments et la lumière (Wiedner et 
al., 2003). L’une des caractéristiques qui font de M  aeruginosa une espèce fort compétitive sous 
certaines conditions est le fait qu’elles possèdent des vacuoles gazeuses lui permettant de varier 
son niveau de flottabilité et de mieux profiter des avantages (nutriments, lumière, etc.) que 
procurent les différentes profondeurs de l’eau. En effet, elles migrent à la surface le matin, pour 
avoir accès à la lumière, puis descendent plus profondément le soir, pour utiliser les nutriments 
qui sont plus concentrés qu’en surface (Wallace et al., 2000, Lavoie et al., 2007). Elles peuvent 
aussi éviter la surface lorsque la lumière est trop forte, pour ne pas être endommagées par celle- 
ci. Elles peuvent même traverser les barrières de densité de l’eau (Walsby et McAllister, 1987).
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3. Objectifs et hypothèses
3.1. Objectif principal
L’objectif de la recherche était de déterminer si la pollution lumineuse a un effet sur 
l’écophysiologie de Microcystis aeruginosa.
3.2. Objectifs secondaires
Afin de déterminer si la pollution lumineuse a un effet sur l’écophysiologie de Microcystis 
aeruginosa, plusieurs paramètres écophysiologiques ont été mesurés. Cela constitua donc une 
série d’objectifs secondaires nécessaires à l’atteinte de l’objectif principal de la recherche. Il 
s’agit de déterminer s’il y a présence d’un impact de la pollution lumineuse sur chacun de ces 
paramètres:
• Rendement quantique de photosynthèse obtenu par fluorescence variable (Fv/F m);
• Concentration de Chlorophylle a (Chia) par cellule ;
• Concentration intracellulaire de protéines photosynthétiques;
• Protéines totales;
• Efficacité photosynthétique;
• Taux de photosynthèse par fixation de carbone;
• Production et concentration intracellulaire de microcystine.
3.3. Hypothèse
L’hypothèse était qu’au moins un des paramètres écophysiologiques observés durant 
l’expérience serait différent en présence et en absence de pollution lumineuse.
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4. Méthodologie
4.1. Dispositif expérimental
Trois cultures identiques de Microcystis aeruginosa (CPCC 299, Canadian Phycological Culture
premier jour, à partir d’algues pré-acclimatées aux conditions lumineuses. Tel qu’illustré à la 
figure no 10 et décrit dans la section 4.2 Traitements, les conditions lumineuses mimaient une 
journée ensoleillée du mois d’août de l’aube au crépuscule. Au début de l’expérience, elles ont
suivants étaient consacrés à l’échantillonnage (Échantillonnage Semaine 1), soit une série 
d’échantillonnages à chaque deux heures. Les cinq jours suivants, les mêmes cultures étaient 
exposées aux mêmes conditions, sauf pour l’ajout de pollution lumineuse. Les deux jours 
suivants étaient consacrés à l’échantillonnage (Échantillonnage semaine 2, avec pollution 
lumineuse). Les conditions étaient ensuite ramenées à la normale, donc sans pollution lumineuse, 
pour cinq jours avant une deux jours d’échantillonnage (Échantillonnage semaine 3).
Figure 9 : Représentation schématique des périodes d'éclairement de l'expérience selon la
nocturne alors que la semaine 2 les algues étaient éclairées la nuit par une lampe au sodium 
haute-pression.
Centre) ont subi les mêmes traitements simultanément (Figure 9). Elles ont été inoculées le
été acclimatées à des conditions exemptes de pollution lumineuse durant 9 jours. Les deux jours
. Semaine 1 
~ Nuits noires
Semaine 2 
Éclairage nocturne 
. 0,09 jumol photonè rrr2 s-*
Semaine 3 
Nuits noires
àfibh Acclimatation 
\
Inoculation
présence ou l'absence de pollution lumineuse. Les semaines 1 et 3 étaient exemptes de lumière
Trois béchers à double-paroi de 3 L ont été utilisés pour la culture, avec 2,9 L de culture agitée 
par un barreau magnétique dans chacun. De l’eau maintenue à 25 °C circulait dans les double-
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parois des béchers en tout temps. Des thermomètres étaient placés dans les cultures afin de 
s’assurer du maintien de la température.
Les cyanobactéries ont été cultivées en turbidostat. Cela signifie que la turbidité de la culture 
était mesurée en continu, et que l’on diluait la culture pour la maintenir à turbidité constante. 
Cette méthode permet aussi de maintenir la culture en conditions optimales de croissance, donc 
en phase exponentielle. Pour atteindre ces conditions optimales, en plus de la turbidité, la 
température, la lumière et le pH étaient contrôlés (Figure 10 a et b).
La turbidité était mesurée à l’aide d’un turbidimètre maison (Figure 10b) composé d’une diode 
électroluminescente (DEL) qui éclairait à 740 nm et d’une photodiode recouverte d’un filtre 
passe-haut de 715 nm. Le turbidimètre étanche était placé dans la culture et il était relié à un 
ordinateur qui enregistrait les données toutes les minutes. Un calibrage avait été effectué avant 
l’étude afin de corréler le voltage obtenu avec le turbidimètre à une concentration de 
chlorophylle dans la culture. On maintenait donc la culture à une concentration située entre 180 
et 200 pg de Chia par litre. Pour cela, lorsque la turbidité indiquait une valeur plus élevée que 
200 pg de Chia par litre, la valve située sur le tuyau d’apport de milieu BG11 modifié (Allen, 
1959; Allen and Stanier 1968; Rippka et al. 1979) (Figure 10b) était ouverte afin de diluer la 
culture en apportant du nouveau milieu. Un trop-plein dans le bêcher permettait de récupérer le 
surplus pour sa destruction ultérieure. La valve était refermée lorsque la valeur observée au 
turbidimètre atteignait 180 pg de Chia par litre. Trois turbidimètres furent conçus pour être 
placés dans chacune des trois cultures, mais des problèmes techniques avec deux des 
turbidimètres ont fait qu’un seul des trois pouvait être utilisé. Ce turbidimètre a donc été placé 
dans la culture C, et il commandait simultanément les valves des trois cultures, en supposant que 
les taux de croissance dans les cultures étaient semblables.
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Figure 10 a et b : Détails du dispositif de culture utilisé (voir texte pour description)
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4.2. Traitements
La lumière, entièrement artificielle, tendait à reproduire la réalité de l’éclairement retrouvé au 
Québec au mois d’août, mois où on observe souvent des efflorescences de cyanobactéries. Huit 
tubes fluorescents de 54 W (Philips #147454 F54T5/865/HO/ALTO, Pays-Bas) ayant un spectre 
semblable au soleil ont été placés sur les rebords d’une boîte blanche en contreplaqué. Leur 
intensité était régulée par un ordinateur de manière à ce qu’en fonction du temps, leur courbe 
d’intensité ait la forme d’une courbe sinusoïdale (Annexe 1, Figure 1) dont l’intensité maximale 
était fixée à 1200 pmol photonm-2 s’1 à l’extérieur des cultures et la période de clarté était fixée à 
14 heures pour 10 heures de nuit. Un tube sur deux était recouvert d’un filtre (Lee #137, «Spécial 
Lavender», Lee Filters, Royaume-Uni) afin d ’ajuster le spectre lumineux (Figure 10a) qui était 
mesuré avec un radiomètre HyperOCR hyperspectral (Satlantic, Canada). Les tubes étaient 
ensuite recouverts d’un filtre diffusant blanc pour que la lumière soit mieux répartie dans 
l’espace. Le traitement de pollution lumineuse était créé par une lampe au sodium haute-pression 
de 35W (Globe Electric Company Inc., Canada) placée au plafond et recouverte de filtres neutres 
afin que son intensité soit de 0,08 pmol photonnr2 s '1 tel que mesuré aux abords du lac des 
Nations (voir tableau 1) avec une sonde PAR scalaire US-SQS/L (Heinz Walz GmbH, 
Allemagne) reliée à un boîtier Li-250A (Li-cor, États-Unis) et avec un radiomètre HyperOCR 
hyperspectral (Satlantic, Canada). Cette lampe était allumée dès que les fluorescents 
s’éteignaient et son intensité était constante. Durant l’échantillonnage, la lumière était mesurée 
toutes les deux heures au centre de chaque culture avec une sonde PAR scalaire US-SQS/L 
(Heinz Walz GmbH, Allemagne) reliée à un boîtier Li-250A (Li-cor, États-Unis). Toutes les 
mesures d’intensité lumineuse de cette étude ont été prises avec cette sonde et ce boîtier.
Le pH était mesuré à toutes les minutes, au centre des cultures (Figure 10b) avec des sondes pH 
reliées à un ordinateur. Les cultures tendaient à se baséifier durant le jour à cause de l’utilisation 
du CO2 par la photosynthèse. Lorsque le pH dépassait 8,4, une valve sur le tuyau d’apport de 
CO2 s’ouvrait et le CO2 était injecté dans la culture, ce qui avait pour effet d ’acidifier la culture. 
La valve était fermée lorsque le pH atteignait 8,3. Ces apports de CO2 prévenaient aussi la 
limitation possible de carbone dans les cultures. La nuit, à cause de la respiration, le pH tendait à
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redescendre et il n’y avait pas d’intervention pour pallier au phénomène (Annexe 1, Figure 4). 
Bien qu’un tel contrôle de pH n’existe pas dans la nature, il était important de maintenir les 
cultures dans des conditions contrôlées et le plus identiques possible afin d ’isoler le facteur 
d’éclairage nocturne des autres facteurs qui auraient pu varier et causer des changements dans les 
cultures.
4.3. Échantillonnage et analyses
Les trois cultures ont été échantillonnées durant chacune des trois périodes de traitement. À 
chaque fois, deux jours consécutifs à la fin de la période d’acclimatation ont été consacrés à un 
échantillonnage intensif réalisé toutes les deux heures pendant 48 heures. Des seringues au 
volume connu ont été utilisées pour prélever les échantillons avec un minimum de 
manipulations.
Les échantillons ont ensuite été préparés pour les analyses menées subséquemment. Celles-ci ont 
permis d’obtenir des informations sur la concentration, le diamètre cellulaire, la chlorophylle a, 
l’efficacité photosynthétique, les protéines et la microcystine.
4.3.1. Concentration et diamètres
La concentration de la culture a été observée indirectement en continu durant les 21 jours avec 
les turbidimètres. Des échantillons ont aussi été prélevés afin de compter les cellules au Coulter 
Counter pendant les périodes d’échantillonnage. Ces échantillons ont été conservés en ajoutant 
20 pl de Lugol à 35% aux échantillons de culture de 1 ml placés au réfrigérateur dans des petits 
tubes Falcon, dans la noirceur jusqu’au comptage. Le comptage de tous les échantillons a été 
mené pendant deux jours consécutifs, et ce, deux jours après la fin des échantillonnages. Lors du 
comptage, une solution saline (0,9% NaCl dans H2O) a été utilisée pour la dilution des cellules. 
L’embouchure du collecteur du Coulter Counter possède une ouverture de 70 pm, ce qui favorise 
le décompte cellulaire. En plus du nombre de cellules, le Coulter Counter mesure aussi le 
diamètre équivalent des cellules.
20
4.3.2. Chlorophylle a
La concentration de chlorophylle a a été mesurée par fluorescence avec un fluorimètre Trilogy 
(Turner Designs, États-Unis). Deux millilitres de culture ont été filtrés sur des filtres en fibre de 
verre de 25 mm GF75 (Advantec, Japon) puis ces filtres ont été placés sur la glace sèche jusqu’à 
l’extraction du pigment, soit au maximum 2 jours après l’échantillonnage. Lors de l ’extraction, 
les filtres ont été immergés 15 minutes dans 4 ml d ’une solution d ’acétone 90% : DMSO 3:2. 
L’extrait était ensuite versé dans une fiole à fond rond pour être centrifugé afin de s’assurer que 
les particules de filtre ne brouillent pas l’extrait. Enfin, le surnageant était transvidé dans une 
fiole à fond rond munie d ’un adaptateur pour la mesure de fluorescence de la chlorophylle a sans 
acidification (module : CHL A NA, Turner Designs, USA).
4.3.3. Efficacité photosynthétique
L’efficacité photosynthétique a été mesurée de deux façons, soit par fluorescence et par fixation 
du carbone. La méthode qui utilise la fluorescence consiste à mesurer le rendement quantique de 
séparation de charge au photosystème II. Cette mesure, ici Fv/F m, a été réalisée à l’aide d’un 
fluorimètre 3500 (Photon Systems Instruments, République Tchèque) qui détecte et quantifie la 
fluorescence émise par l’échantillon. La fluorescence minimale (F0) est émise lorsque les 
cellules sont acclimatées au noir et que les centres réactionnels sont ouverts au maximum. Un 
flash lumineux intense émis ensuite aura pour effet de fermer les centres réactionnels et de 
permettre de mesurer la fluorescence maximale (Fm). Le Fv, la fluorescence variable est obtenue 
en calculant la différence entre le Fm et le F„ tandis que le rendement quantique de séparation de 
charge est obtenu en divisant Fv/Fm (Butler, 1978). Concrètement, lors de cette expérience, les 
échantillons ont été placés au noir 30 minutes avant de réaliser la mesure de F0. Par la suite, les 
échantillons ont été exposés à un flash de 34 000 pmol photons m'2 s '1 à 630 nm durant 80 
^secondes afin de mesurer le Fm. Des blancs ont été faits une fois par jour avec le milieu de 
culture. Une normalisation a aussi été faite avec des mesures de rhodamine, qui émet une 
fluorescence constante. Le calcul de Fv/F m indique l’efficacité avec laquelle les cellules 
effectuent la répartition de charges au photosystème II.
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L’autre méthode d’évaluation de l’efficacité photosynthétique s’appuie sur la fixation de carbone. 
Pour cette analyse, les cellules ont été prélevées et gardées vivantes. Ainsi, les cellules ont été 
inoculées avec une quantité connue d’un isotope radioactif du carbone, le carbone 14 (14C). 
Ensuite, les cultures inoculées au 14C ont été transférées dans des vials à scintillation de plastique 
blanc. Ces derniers ont été à leur tour placés dans un photosynthétron (Figure 12) (Nielsen, 
1975).
Figure 11: Vials à scintillation en plastique blanc translucide placés dans un photosynthétron 
dont le couvercle a été retiré pour la photo.
Dans le photosynthétron, les échantillons sont maintenus à température constante (25°C) grâce à 
un système de circulation d’eau. Ils sont exposés à des intensités lumineuses variant de 0 pmol 
photonm^ s*1 à environ 3300 pmol photonnr2s'* pendant 20 minutes, durant lesquelles elles 
incorporeront le carbone par photosynthèse. Dès la fin de ce cycle, les cellules sont tuées avec du 
HCL 50 % afin d’arrêter leur activité photosynthétique. De plus, l ’acidification a pour effet de 
faire sortir le carbone (sous forme organique) en solution dans le milieu de culture sous forme de 
CO2 gazeux afin que le seul carbone restant soit celui qui a été fixé dans les cellules. Il est alors 
possible de mesurer le carbone radioactif fixé dans un compteur à scintillation. Des mesures 
simultanées du carbone inorganique dissout dans la culture (DIC) faites selon la méthode de 
Strickland and Parsons (1968) permettent de quantifier le carbone non radioactif fixé lors de 
l’analyse. Les mesures obtenues sur une étendue d’intensités lumineuses permettent d’obtenir 
des courbes de photosynthèse en fonction de l’éclairement (P vs E) (Figure 13).
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Les courbes de photosynthèse en fonction de l’éclairement ont été réalisées toutes les deux 
heures durant les périodes d’échantillonnage, sauf lors des moments où le pH de la culture 
descendait en dessous de 8 (nuit, voir Annexe 1, Figure 4), où il y aurait eu danger que le 14C se 
retrouve sous forme gazeuse. Un modèle est ajusté aux mesures (Figure 13) pour trouver la 
valeur de 3 paramètres (achl, Pchlmax et Ek). Par exemple, Pchlmax (mg C h '1) est le taux maximal de 
photosynthèse obtenu. Le achl (mg C h_1(pmol photons m'2 s ' 'y 1) est le taux d’augmentation de 
photosynthèse en fonction de l’éclairement dans la partie initiale de la courbe. Enfin, le Ek (pmol 
photons m'2 s ~l) est l’éclairement auquel la photosynthèse commence à être saturée, donc 
l’éclairement sur la droite de acW à PcWmax-
Photosynthèse en fonction de l'éclairement 
pour la culture C à T60
a 5 1 ,uo
photons nv2 s -1)'
Pmax 2,6 mg C h'1
227 pmol photons m-2 s -1 j 0,5
500 1000 1500 2000 2500 3000 3500 4000
Éctairement (pmol photon.m -2.s-l)
Modèle calculé à partir des données ♦  Données
Figure 12 : Exemple d ’analyse de courbe de photosynthèse versus éclairement (P vs E)
4.3.4. Protéines
Les échantillons destinés aux analyses de protéines ont été filtrés sur filtre en fibre de verre de 25 
mm GF75 (Advantec, Japon), puis conservés sur le filtre dans des cryotubes dans de la glace 
sèche au maximum deux jours avant d ’être placés au congélateur à -80°C. Les échantillons pris 
aux quatre heures ont été utilisés pour les analyses de protéines photosynthétiques et protéines 
totales.
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Pour les analyses, les filtres congelés ont été pulvérisés trois fois 60 secondes dans un appareil 
d’extraction de macromolécules par pulvérisation de billes de type FastPrep (MP Biomedicals, 
États-Unis) avec la matrice de lyse D (MP Biomedicals, États-Unis) dans des tubes de 2 ml avec 
750 pl d’un tampon de lyse pour extraction de protéines contenant 140 mM de Tris base, 105 
mM de Tris-HCl, 0.5 mM d’acide éthylènediaminetétraacétique (EDTA), 2% de lithium dodecyl 
sulfate (LDS), 10% de glycerol, 0.1 mg/mL de PefaBloc SC (AEBSF) protease inhibitor (Roche) 
(Brown et al., 2008). Le rotor du FastPrep était le CY-24x2, la vitesse utilisée était 6,5. Les tubes 
étaient placés sur glace une minute entre chaque cycle dans le FastPrep. À la fin des cycles, les 
tubes étaient centrifugés 3 minutes afin de pouvoir séparer le surnageant des billes et du filtre. 
Enfin, des Western Blots ont été réalisés pour déterminer les concentrations de trois protéines 
(Figure 6). PsaC, qui est liée au photosystème I (PSI), PsbA, liée au photosystème II (PSII) et 
RbcL, associée à Rubisco.
4.3.5. Microcystine
Des échantillons pour la microcystine intracellulaire et extracellulaire ont été prélevés toutes les 
quatre heures. Pour la microcystine intracellulaire, la culture a été filtrée sur filtre en fibre de 
verre de 25 mm GF75 (Advantec, Japon). Les filtres transférés dans les cryotubes ont été 
conservés sur la glace sèche au maximum deux jours, puis au congélateur à -80°C. Les dosages 
ont été faits par Elisa compétitif (Beacon Analytical Systems, États-Unis).
4.3.6. Analyses statistiques
Afin de comparer les mesures en absence et en présence de pollution lumineuse, des graphiques 
de chaque mesure en fonction de l’heure ont été faits. Sur ces graphiques, deux courbes sont 
présentes, soit la courbe des résultats sans pollution lumineuse et la courbe des résultats en 
présence de pollution lumineuse. Chaque point sur la courbe est, en fait, une moyenne des 
valeurs obtenues dans les cultures B et C à une heure donnée pour tous les jours correspondants 
aux mêmes traitements. Les barres d’erreurs des graphiques représentent les écarts types de ces 
valeurs. Ces graphiques donnent une bonne idée de ce qui se passe pour chaque paramètre en
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fonction de l’heure et de la variation des données obtenues, mais ne représentent pas la 
significativité des différences observées.
Pour déterminer la significativité des différences entre les valeurs obtenues avec et sans 
traitement, un test statistique a été fait. Il s’agit d ’un test de significativité des différences entre le 
traitement et les valeurs sans traitement. Les données ont été pairées par heure d’échantillonnage, 
par jour et par culture et les différences ont été calculées pour les transitions de «sans pollution 
lumineuse» à «avec pollution lumineuse» (4 différences) et pour les transitions de «avec 
pollution lumineuse» à «sans pollution lumineuse» (4 différences). Les moyennes et les écarts- 
types de ces 8 différences étaient ensuite calculés. Les hypothèses suivantes ont été testées :
HO: La différence moyenne des mesures avec et sans pollution lumineuse est nulle;
Hl: La différence moyenne des mesures avec et sans pollution lumineuse est non-nulle.
Les moyennes des différences ont été placées dans un graphique (Annexe 1), avec comme barres 
d’erreurs un intervalle de confiance de 95%. Cet intervalle représente un écart-type ajusté en 
tenant compte du nombre d’observations et d’une cote «t», ce qui permet de se rapprocher de 
l’écart-type réel de la population.
Les barres d’erreurs étaient bilatérales étant donné que la direction des changements était
imprévisible. Les différences étaient considérées significatives lorsque les barres d ’erreurs ne
croisaient pas zéro. Plus la différence est significative, plus la valeur est loin de zéro. Afin de 
pouvoir faire ce test, la normalité des différences a été vérifiée pour chaque paramètre, chaque 
heure, avec les tests de Kolmogorov-Smirnov et Shapiro-Wilk réalisés sur SPSS pour Windows 
(IBM® SPSS® Statistics, version 19.0.0), la normalité était acceptée lorsque les deux tests 
l’acceptaient avec un seuil p de 0,05. Les valeurs n’ayant pas passé le test de la normalité ont été 
tout de même incluses dans les graphiques, mais une marque différente a été utilisée pour 
identifier celles-ci.
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5. Analyse, interprétation et discussion des résultats
5.1. Limites de l’étude
Cette étude a visé à reproduire le plus fidèlement possible les conditions naturelles, tout en 
contrôlant assez les conditions de culture pour de pouvoir isoler le facteur d’éclairage nocturne 
comme seul facteur causant les changements observés, s’il y en avait. Les conditions retrouvées 
en nature ne se sont donc pas reproduites de façon absolue et les résultats obtenus ne se 
retrouvent pas nécessairement en milieu naturel. Au niveau de l’éclairage, les néons, bien que 
conçus pour tendre vers le spectre solaire, ne le reproduisaient pas parfaitement. Les nuages 
n’ont pas été pris en compte non plus. Bien que ceci ne représente pas parfaitement les 
conditions naturelles, cela a permis de garder exactement les mêmes les conditions pour toutes 
les cultures dans toute la période qu’a duré l’expérience. D’autre part, l’éclairage nocturne avait 
l’intensité mesurée une nuit sous un lampadaire au bord d’un lac en hiver (où l’intensité de 
l’éclairage est plus grande à cause de l’albédo de la neige). Par contre, cette intensité réaliste, 
mais plutôt haute était idéale pour une étude exploratoire comme celle-ci, cherchant à déterminer 
si un éclairage urbain peut ou non influencer l’écophysiologie des organismes étudiés. Une 
variété d’éclairages nocturne aurait été idéale pour déterminer le seuil d’intensité lumineuse 
auquel on observe un effet se trouve, mais il n’aurait pas été réaliste de le faire, compte tenu des 
contraintes de temps et de matériel d’une telle expérience. Ces mêmes contraintes n’ont pas 
permis d’avoir une culture dédiée à être un témoin. Les injections de CO2 pour stabiliser le pH et 
le maintien de la température ne sont évidemment pas présents en nature, mais ont permis 
d’isoler la lumière de ces facteurs qui pouvaient faire varier l’écophysiologie des cyanobactéries 
et probablement de réduire le bruit dans les données, ce qui était voulu. L’utilisation des mêmes 
cultures en continu durant les traitements avait aussi pour but d’isoler le facteur de lumière des 
autres facteurs de variation, en l'occurrence, la culture. Il est aussi important de noter que les 
individus composant les cultures ne sont plus les mêmes après chaque période d’acclimatation. 
Par ailleurs, le fait que la première et la dernière semaine ont donné des résultats qui concordent 
et qui sont, pour certaines mesures, clairement différents des résultats de la deuxième semaine,
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permet de croire que les cultures n’ont pas été affectées de façon permanente par l’éclairage 
nocturne.
5.2. Cycles journaliers
Les conditions lumineuses du jour, la concentration de chlorophylle a dans la culture et les 
variations de pH sont restées constantes durant les trois semaines de l’expérience (Annexe 1) 
dans les cultures B et C. Une augmentation de la concentration de chlorophylle a dans la culture 
B a été observée dans la dernière semaine (environ 400 pg/1 au lieu de 300 pg/1 dans la culture 
C), mais cela n’a rien changé aux autres caractéristiques liées à la biomasse observées dans la 
semaine 1 correspondant à cette culture.
Les résultats obtenus lors de cette étude permettent pour la première fois d’observer les 
variations journalières qui surviennent chez Microcystis aeruginosa en présence d’un éclairage 
qui varie de façon réaliste ainsi que d’un environnement contrôlé. On a pu voir que le Fy/Fm, 
o p s i i(630), la concentration de chlorophylle a ainsi que le diamètre cellulaire varient au cours de 
la journée, alors que les protéines, la microcystine, achl et PcWmax (efficacité photosynthétique par 
l4C) restent stables (Annexe 1).
Les valeurs de F v/F m montrent de fortes variations journalières. Ces résultats semblent concorder 
avec la littérature. Des valeurs comparables montrant une baisse de Fy/Fm attribuable à la 
photoinhibition durant le jour au maximum d’éclairement ont été observées chez les 
cyanobactéries Spirulina platensis cultivées dans des bioréacteurs extérieurs (Torzillo et al., 
1998) aussi bien qu’en nature sur plusieurs espèces (Zang et a l, 2008). Par contre, leurs résultats 
ne présentent pas la nuit, il n’est donc pas possible de déterminer si la baisse nocturne que nous 
avons observée était présente dans leurs cultures. Toutefois, Bruyant et al. (2005), ont mesuré les 
Fy/Fm d’une cyanobactérie marine, Prochlorococcus, autant le jour que la nuit et aucune chute de 
Fy/Fm n’a été notée durant la nuit.
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Les variations de la chlorophylle a  par cellule en absence de pollution lumineuse sont semblables 
à celles observées par Jacquet et al. (2001), car la concentration de chlorophylle par cellule 
augmente durant la nuit et tend à la baisse durant le jour. Aucune autre étude n’a eu lieu en 
présence de pollution lumineuse, il n’est donc pas possible de comparer la tendance légèrement à 
la hausse au début du jour que nous avons observée en présence de pollution lumineuse avec 
d’autres résultats. Toutefois, étant donné que les résultats obtenus en absence de pollution 
lumineuse se comparent avec la littérature, on peut supposer que l’effet observé sur les variations 
de la concentration de chlorophylle a par cellule est réel.
Des variations journalières du diamètre cellulaire ont aussi été mentionnées dans la littérature. 
Charpy and Blanchot (1998) ont observé, sur des cyanobactéries d’un lagon de Polynésie 
Française, une tendance très similaire à celle que nous avons remarquée, avec une hausse du 
matin jusqu’à environ 14h et une baisse jusqu’au soir. Néanmoins, Vaulot et al. (1999) ont 
observé une tendance différente chez deux espèces de cyanobactéries.
La stabilité des courbes PvsE est innatendue. Vaughan et al. (2001) ont observé des baisses dues 
à la photoinhibition qui ne sont pas visibles dans nos résultats. Les valeurs de a  obtenues dans 
cette étude se comparent à celles obtenues par Vaughan et al. (2001). Toutefois, leurs valeurs de 
Pchlmax sont inférieures et il est difficile de l’expliquer.
Wiedner et al. (2003) ont observé des hausses de la concentration de microcystine intracellulaire 
proportionnelles à l’intensité lumineuse. Par contre, nos résultats n’ont pas montré autant de 
variations que celles obtenues dans l’étude de Wiedner et al. (2003). Nos concentrations de 
microcystine intracellulaire par cellule étaient aussi de deux à quatre fois supérieures, mais cela 
est normal, puisque la souche CPCC 299 est connue pour sa grande production de microcystine 
(Roshon, 2010).
Les valeurs de apsn(630) montraient de claires variations journalières, avec deux minimums, au 
début et à la fm de la période de clarté et un maximum le midi. Il n’est toutefois pas possible de
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comparer ce résultat avec la littérature, puisque notre laboratoire détient le seul appareil capable 
de mesurer le Ors//(630) et qu’il s’agit de la première étude pour laquelle il a été utilisé.
Comme les résultats obtenus concordent en grande partie avec la littérature, ces résultats 
pourront servir de base pour de prochaines études. Par exemple, il serait pertinent d’étudier le 
cycle cellulaire des cyanobactéries cultivées dans les mêmes conditions afin de lier les variations 
des mesures avec les étapes de leur croissance. Une étude subséquente des médiateurs du cycle 
circadien (notamment Kai A, B et C) permettrait d’établir une corrélation avec le cycle cellulaire. 
Cela favoriserait la compréhension, par exemple, de la baisse abrupte de F\/Fm pendant la nuit, 
ou du moins, de comprendre quelle étape du cycle cellulaire a lieu durant cette chute. On pourrait 
aussi confirmer ou préciser l’hypothèse émise en observant les diamètres cellulaires selon 
laquelle la cytokinèse aurait lieu entre 14 heures et 22 heures.
5.3. Effet de la pollution lumineuse
Les résultats pour la concentration intracellulaire de microcystine, Pchlmax, achl, la concentration 
de photosystème II (PsbA) par cellule ou par chlorophylle, la concentration de photosystème I 
(PsaC) par cellule et la quantité totale de protéines par cellule n’ont pas montré de changement 
significatif en présence de pollution lumineuse pour la majorité des heures d’échantillonnage.
Les autres variables, toutefois, ont donné des valeurs significativement différentes en présence de 
pollution lumineuse pour la majorité des temps échantillonnés. Celles-ci sont : la concentration 
de Chia par cellule, le Fv/Fm, la section efficace fonctionnelle d'absorption du photosystème II 
(Qpsir (630), Â2/photon), la concentration de photosystème I (PsaC) par Chia et la concentration 
de Rubisco par Chia.
La concentration de Chia était significativement plus élevée en présence de pollution lumineuse. 
Étant donné que la Chia est surtout associée au photosystème I chez les cyanobactéries 
(Rakhimberdieva et al., 2001), cela porte à croire à une plus grande quantité de photosystèmes I 
ou à une augmentation du nombre de molécules de Chia par photosystème I en présence
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d’éclairage nocturne. Les variations journalières de la concentration de Chia étaient différentes 
en présence de pollution lumineuse, avec une baisse relativement constante durant le jour, plutôt 
qu’un maximum à midi en absence de pollution lumineuse.
Les valeurs de Fv/Fm étaient significativement inférieures en présence de pollution lumineuse 
durant les heures du jour et le début de la nuit. Les variations journalières de Fy/Fm étaient 
semblables en présence et en absence de pollution lumineuse.
Les valeurs de opsi/(630), le produit de la section optique d’absorption du photosystème II et du 
rendement quantique de séparation de charges au photosytème II (Lavergne and Trissl, 1995; 
Kolber and Falkowski, 1992), étaient significativement plus élevées en présence de pollution 
lumineuse et montraient des variations journalières similaires dans les deux conditions.
La concentration de photosystème I normalisée à la Chia était inférieure en présence de pollution 
lumineuse. Comme mentionné ci-haut, la Chia est majoritairement associée au photosystème I 
chez les cyanobactéries et comme, en présence de pollution lumineuse, les valeurs de 
photosystème I normalisées à la Chia sont inférieures aux concentrations cellulaires de 
photosystème I, on peut croire que le nombre de Chia par photosystème I augmente en présence 
de pollution lumineuse. Cela causerait aussi l’augmentation de la section optique d’absorption du 
photosystème I.
L’expérience n’a pas été conçue pour permettre d’expliquer les changements observés, mais nous 
proposons une hypothèse qui tente de faire le lien entre les nombreux résultats obtenus. Le 
nombre de photosystèmes I par cellule est inférieur en présence de pollution lumineuse, alors que 
le nombre de photosystèmes II par cellule reste le même, ce qui augmente le rapport 
photosystème II sur photosystème I. La quantité de Chia par rapport à la quantité de 
photosystème I augmente, ce qui permet de maintenir la capacité photosynthétique, en 
augmentant la section optique d’absorption du photosystème I. L’augmentation de la section 
efficace d'absorption du photosystème II (Opsn (630)) corrigerait le déséquilibre entre les deux 
photosystèmes à faible luminosité. Cette augmentation serait due à un plus grand nombre de
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physobilisomes au photosystème II, car les autres pigments absorbent peu à 630 nm, longueur 
d’onde à laquelle le Opsn(630) a été mesuré.
La baisse dans les valeurs de Fv/F m contredit en apparence la stabilité des valeurs de achl étant 
donné qu’il est attendu qu’une réduction du rendement quantique de séparation de charges au 
photosystème II se refléterait en une baisse de la fixation de carbone, si on suppose que tous les 
électrons sont utilisés pour la fixation de carbone. Deux scénarios peuvent être envisagés pour 
expliquer cela en tenant compte de l’ensemble des résultats obtenus. Premièrement, il est 
possible que la mesure du Fv/Fm n’estime pas correctement le rendement quantique de séparation 
de charges chez les cyanobactéries à cause de la fluorescence du photosystème I qui est 
significative (e.g., Campbell et al., 1998). Cela peut être corroboré par la proportionnalité inverse 
entre la concentration de Chia et les valeurs de Fv/Fm, sauf à 6 h, où les valeurs de Fv/F m sont 
fortement différences, mais les concentrations de Chia semblables. Une hypothèse alternative 
peut être envisagée, soit l’augmentation, en présence de pollution lumineuse, de la fraction du 
flux d’électrons de la chaîne menant à la fixation de carbone (e.g., Noctor and Foyer, 2000). 
Cette hypothèse, bien que peu probable, ne peut être écartée avec nos données.
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Abstract
The effects o f light pollution -  the resuit o f artificial night lighting -  were studied on a species of 
cyanobacteria. Microcystis aeruginosa was grown in turbidostats in the absence and in the 
presence of realistic levels o f light pollution. Chlorophyll a, variable fluorescence, 
photosynthetic protein concentrations, and photosynthesis versus irradiance curves and cell 
counts were made every two hours during three 48-hour periods in order to observe changes in 
photophysiological variables o f M. aeruginosa in the presence of realistic levels of light 
pollution. While several of the measured variables did not show any changes, some showed 
significant responses to light pollution including the maximum quantum yield of charge 
séparation measured by variable fluorescence (Fv/Fm), the intracellular chlorophyll a 
concentration, the functional absorption cross-section of photosystem II, the number of Rubisco 
per cell and per chlorophyll a as well as the number o f photosystem I per chlorophyll a. A 
working hypothesis is provided to explain the observations.
Keywords
Light pollution, Microcystis aeruginosa, Diel changes, Cyanobacteria, Night lighting
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Introduction
Light pollution -  the resuit of artificial night lighting -  is a widespread problem in industrialized 
parts o f the world (Navara and Nelson, 2007). Nighttime light pollution affects a variety of living 
organisms where it is présent (Longcore and Rich, 2004). Aquatic environments are not immune 
and are potentially disturbed by riparian artificial lighting. For instance, the daily vertical 
migration of zooplankton is known to dépend on light and can be disrupted by subtle changes in 
light intensity (Moore et al., 2006). Moonlight can reduce the range of migrations of Daphnia by 
as much as two meters (Dodson, 1990). Little is known about the exact effects of light pollution 
on photosynthetic organisms (Raven and Cockell, 2006), and virtually nothing is known about its 
influence on phytoplankton, including cyanobacteria.
Cyanobacteria, as photosynthetic bacteria, are part of —  and sometimes dominate —  the 
phytoplankton. Light has numerous physiological effects on cyanobacteria and serves as a eue 
for several metabolic processes (Mullineaux, 2001). Three key responses are highlighted here, 
but other photoreceptors also exist that control différent aspects o f the physiology of the cells. 
First, as in any photoautotroph, light is used for photosynthesis and hence fulfills the energetic 
requirement of these organisms. The light absorption properties of cyanobacteria, however, differ 
from most eukaryotic photosynthesizers in that some of the light-harvesting pigments in 
cyanobacteria are présent in pigment protein complexes called phycobilisomes. In most 
freshwater cyanobacteria, one of the main absorbing pigments within phycobilisomes is 
phycocyanin, which has an in vivo absorption maximum near 630 nm. Second, the diel cycle of 
light Controls the circadian rhythms of cyanobacteria (Loudault et al., 2007). Their circadian 
rhythms are set by a central oscillator/photoreceptor that receives light to trigger reactions in 
cells (Rust et al., 2011; Yang et al., 2010; Ditty et al., 2003). Thirdly, toxin production in 
Microcystis aeruginosa strains has also been positively correlated to light (PAR, 
photosynthetically active radiation) under light-limited growth (Wiedner et al., 2003). M. 
aeruginosa, the species used in our study, is commonly observed in freshwater during the 
summer. It is well known for its blooms where its hepatotoxin, microcystin, concentrations can 
become very high, leading to many public health concems (Lambert et al., 1994).
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The objective of this study is to détermine if  light pollution can affect the ecophysiology of M 
aeruginosa. A freshwater cyanobacterium was chosen for this study as it may be more 
susceptible to the most common form of light pollution originating from streetlamps using high 
pressure sodium bulbs (responsible for the “orange” light at night) due to the overlap of the 
phycocyanin absorption spectrum with the émission spectrum of these lamps (Fig. 1). This 
région, spanning from approximately 550 to 650 nm, is weakly absorbed by most eukaryotic 
microalgae. The latter may thus be less influenced if photosynthetic pigments lead to a response 
to night lighting. With these questions in mind, we thus devised a laboratory experiment to 
simulate the light conditions experienced by a hypothetical population of M. aeruginosa growing 
with and without the light pollution from a streetlamp at the surface of an urban lake.
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Figure 1: Emission spectrum of high-pressure sodium bulbs (solid grey) (ANONYMOUS, 1983) 
compared to the absorption spectra of Microcystis aeruginosa (cyanobacteria; solid line) and 
Phaeocystis sp. (green algae; dashed line) (Ciotti et al., 2002).
Materials and methods
Turbidostats
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Two cultures of M. aeruginosa (CPCC 299, Canadian Phycological Culture Centre) were grown 
in the laboratory at 25°C in a modified BG11 medium (Allen, 1959; Allen and Stanier 1968; 
Rippka et al. 1979) in 3 L turbidostats. Daylight was provided by eight (four on either side o f the 
cultures) 54 W fluorescent tubes that emit a broad spectrum of light (Philips #147454 
F54T5/865/HO/ALTO, Netherlands). The spectrum was further adjusted by wrapping a filter 
(LEE #137, “Spécial Lavender”, LEE Filters, United Kingdom) around one out o f every two 
tubes to simulate more closely the spectrum of sunlight. Diffusing filters were also placed 
between the tubes and the cultures to provide a more homogeneous light to the culture. The 
irradiance was controlled with a computer to follow a sinusoidal curve with 14 hours of daylight 
and a maximum of 1200 pmol m'2 s '1 outside the vessels at 12:00. The light pollution was 
simulated using a 35 W high-pressure sodium lamp (Globe Electric Company Inc., Canada) in 
front of which neutral density filters were placed to obtain an irradiance of 0.08 pmol m'2 s-1. 
This irradiance was previously measured on the shore o f the Lac des Nations, in Sherbrooke, 
Quebec, Canada (45.395, -71.913) using a US-SQS/L scalar probe (Heinz Walz GmbH, 
Germany) attached to a Li-250A light meter (Li-COR, USA) and a HyperOCR hyperspectral 
radiometer (Satlantic, Canada).
Light transmission was measured every minute using a homemade turbidimeter, (émission 740 
nm) placed in one of the two cultures. Both cultures were diluted based on this measurement. 
While this could have lead to a significant différence, had the two cultures not grown at similar 
rates, this was not the case and chlorophyll a {Chia, pg/L) concentration in both cultures was 
maintained between 200 and 350 pg/L (with a diel variation of about 40% due to the variable 
light transmission to chlorophyll ratio during the day).
The pH was measured every minute and controlled via computer by the addition of CO2. When 
the pH reached 8.4 or higher, CO2 was injected into the culture until the pH had lowered to 8.3 
thereby preventing carbon limitation in the cultures.
The experiment lasted for a total of 25 days (Fig. 2). The first nine days after inoculation were 
used for acclimation to the culture conditions; there was no night lighting during this period. The
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first intensive sampling was carried out on days 10 and 11 during which samples were taken 
every two hours for 48 h. On day 12, the high-pressure sodium lamp was tumed on at night. An 
acclimation period of 5 days was followed by another 2 days of intensive sampling. Afïter these 
two days, the night lighting was tumed off and the cultures were given another 5 days to 
acclimate before the last two sampling days. The sampling periods were thus seven days apart 
(on weekends). We refer to the three sampling and acclimation periods as week 1 (despite the 
fact that this first period lasted 11 days), week 2, and week 3. Water was eollected by filling pre- 
calibrated plastic syringes (thus providing highly reproducible volumes rapidly) from a silicone 
tube inserted into the cultures. Samples were drawn for most analyses (see below) every two 
hours except for photosynthetic proteins and microcystin samples, which were eollected every 
four hours to avoid depleting the volume.
W èekf ,
o ÿ r - ..........U M tt
begbining
acclimation
Figure 2: Timeline of the experiment. Two cultures were grown in turbidostats for 25 consécutive 
days under day-night cycles of light. Nights were completely dark during the acclimation and 
sampling periods of week 1 and week 3. Conversely, during the nights o f the acclimation and 
sampling period of week 2, a high pressure sodium lamp covered with filters provided an 
intensity of 0.08 pmol m‘2s‘].
Analyses
Various analyses were carried out on the samples eollected.
Cell numbers and diameters were measured using a Multisizer 4 (Beckman Coulter, USA) fitted 
with a 70 pm aperture. Cells were preserved in a 0.7% lugol solution and counted two days after 
the end of the experiment after dilution in 0.9% NaCl solution to allow a current to pass through 
the solution.
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Chlorophyll a concentrations were determined by fluorometry using the non-acidification 
method (Welschmeyer, 1994). Two milliliters of cultures were filtered onto GF75 25mm glass 
fiber filters (Advantec, Japan) that were placed immediately afterwards in cryotubes on dry ice. 
Chlorophyll extraction was done in 4 mL of a 3/2 (v/v) acetone 90% / DMSO solution for 15 
minutes (Maclntyre and Cullen, 2005). After extraction, samples were lightly centrifuged before 
the fluorescence was measured using a Trilogy fluorometer (Tumer Designs, USA) fitted with a 
Chlorophyll a Non-Acidification Module (Tumer Designs, USA).
Variable fluorescence was measured using a 3500 Fluorometer (Photon Systems Instruments, 
Czech Republic). The excitation was carried out at 630 nm LED with a 655 nm short-pass filter 
and émission was measured as the light passing trough an interférence high-pass filter (690 nm), 
a RG695 filter (Schott, USA) and a 730 nm interférence short-pass filter. The results were 
normalized to rhodamine, and modified BG11 medium was used for blanks (as its measurement 
was no diffèrent from culture filtrate’s). Samples were kept for 30 minutes in the dark to allow 
dark acclimation. Rapid fluorescence induction was then carried out by measuring the 
fluorescence every microsecond during a 34 000 pmol n r2 s-1 flash lasting 80 ps. Parameters F0 
and Fm representing the minimum and maximum values o f the fluorescence transient, as well as 
the absorption cross-section of photosystem II at 630 nm (0 psii(63 O), angstrom2 photon'1) were 
obtained by fitting a fluorescence induction model (Lavergne and Trissl, 1995; Kolber and 
Falkowski, 1992) to the data. Fv was calculated as the différence between Fm and F0.
Photosynthesis vs irradiance (PvsE) curves (Nielsen, 1975) were measured by inoculating 12 
mL samples with H I4C03 (GE Healthcare, USA) and distributing 0.5 mL in 20 containers 
illuminated for 20 minutes at 20 irradiances varying between 0 and 3300 pmol photons n r2 s '1 in 
a photosynthetron. Incubation was terminated by tuming the lights off and adding 250 pL of 6M 
HC1 to the samples. Samples were left ovemight to allow for inorganic 14C to escape before 
adding scintillation cocktail (ReadySafe™, Beckman Coulter, USA) and counting using a Liquid 
Scintillation Analyzer, Tri-Carb 2910 TR (Perkin Elmer, USA). Curves were fitted to an 
exponential model (Nielsen, 1975) to obtain photosynthetic parameters. Normalization to 
chlorophyll concentration provided the maximum chlorophyll-specific rate of photosynthesis at
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light saturation {Pchtmax, mg C mg Chl'1 h '1) and the chlorophyll-specific initial slope of the PvsE 
curve (achl, mg C mg Chl'1 h '1 [pmol n r2 s '1] '1).
Intracellular microcystin was sampled by filtering 12 mL o f culture onto GF75 25mm glass fiber 
filters (Advantec, Japan). The filters were stored on dry ice for two days and then kept in a -80°C 
freezer before a compétitive ELISA (Beacon Analytical Systems, USA) was carried out.
Samples for protein assays were fïltered on GF75 25mm glass fiber filters (Advantec, Japan) and 
kept in cryotubes on dry ice for a maximum of two days before storage in a -80 °C freezer. 
Frozen filters were pulverized three times for 60 seconds in a FastPrep (MP Biomedicals, USA) 
machine in 2 mL FastPrep tubes containing the D matrix (MP Biomedicals, USA) and 750 pl of 
a lysis buffer for protein extraction containing 140 mM Tris base, 105 mM Tris-HCl, 0.5 mM 
ethylenediaminetetraacetic acid (EDTA), 2% lithium dodecyl sulfate (LDS), 10% glycerol, 0.1 
mg/mL, PefaBloc SC (AEBSF) protease inhibitor (Roche) (Brown et al., 2008). The tubes were 
then centrifuged for 3 minutes and the supernatant was used for the western blots that determined 
protein concentrations for photosystem II (PsbA quantitation), photosystem I (PsaC quantitation), 
and Rubisco (RbcL, quantitation) following the methods o f Brown et al. (2008).
Statistical analvsis
Every two hours, samples were taken during three différent 48-h sampling periods over three 
weeks. During the first and third sampling periods, there was no night lighting simulating light 
pollution, whereas the second sampling period had light pollution at night. The data eollected 
were then paired by sampling times and day (either the first or second day of sampling) for each 
culture, and the différences were computed for the “no-light pollution” to “light pollution” 
transition (4 différences) and for the “light pollution” to “no-light pollution” transition (4 
différences). The averages and standard errors of these eight différences were then computed. 
The following hypothèses were tested for each sampling time and variable tested: Ho: the mean 
différence for measures with and without light pollution is null, versus H i: the mean différence 
for measures with and without light pollution is non-zero.
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These hypothèses were examined by performing a Studenfs t-test for paired samples for each 
sampling time, where the significance level was set to 5%. More precisely, for each hour of the 
day when we sampled, 95% confidence intervais were obtained for the mean différences between 
data measured with and without light pollution, the différences were considered statistically 
signifïcant when the confidence interval on the mean différences did not overlap zéro.
The assumption that the différences were normally distributed was verifled by performing 
Kolmogorov-Smimov and Shapiro-Wilk normality tests (again with a 5 % level of significance).
Results
Daytime light conditions, chlorophyll a concentration in the culture, and pH variations remained 
constant during ail three weeks in both cultures (data not shown). An increase in chlorophyll a 
concentration in culture 1 (approximately 400 pg/L instead of 300 pg/L in culture 2) was 
observed during the last week, but this did not lead to any changes in other biomass spécifie 
properties compared to week 1 in this culture.
The results for the intracellular microcystin concentration, Pchlmax, achl, photosystem II (PsbA) per 
cell (data not shown) or per chlorophyll concentration, photosystem I concentration per cell and 
the total protein content per cell did not show signifïcant différences in the presence of light 
pollution for most of the sampling times (Table I).
The other variables (Fig. 3), however, did show signifïcant différences between the light 
pollution treatment and the treatment without light pollution. Chia per cell (Fig. 3a) was higher 
in the presence of light pollution. Because Chia is mostly associated with PSI in cyanobacteria 
(e.g., Rakhimberdieva et al., 2001), this suggests an increase either in the number o f PSI or in the 
chlorophyll per PSI. The data also show différent diel patterns: a maximum in the Chia per cell 
was reached at midday with light pollution, while it decreased throughout the day in the 
treatment without night lighting.
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The values of Fv/Fm show strong diel variations (Fig. 3b) and were significantly lower during 
daylight in the presence of nighttime light pollution. Whether or not there was night lighting, F J  
Fm reached its highest value at the beginning of the night period and steadily decreased until the 
lights were tumed on in a pattem opposite to the intracellular chlorophyll concentration. F v/Fm 
rapidly increased when the lights were tumed on and reached a maximum early in the moming 
and a minimum in the midaftemoon. The différences between the presence and the absence of 
light pollution were signifïcant during daylight and the first four hours of the dark period.
The value of °pai (^30) which is the product of the optical absorption cross-section of PSII and 
the quantum yield of charge séparation at PSII (Lavergne and Trissl, 1995; Kolber and 
Falkowski, 1992), was significantly higher in the presence o f light pollution. It followed similar 
diumal pattems both in the presence or absence of light pollution and varied by as much as 15 % 
during the day (Fig. 3c) reaching a minimum at the end of the daylight period and a maximum 
near midday.
One of the most striking results was the lower concentration of photosystem I (PSI) in the 
presence of light pollution when normalized to Chia (a factor o f about three during the daylight 
hours, Fig. 3d). As mentioned above, because most of the Chia is associated with PSI in 
cyanobacteria, and since the decrease when normalized to Chia is greater than the decrease in the 
cellular content o f PSI which was a factor o f about 2 (see Table I), this suggests that the number 
o f chlorophyll per PSI also increased, leading likely to a larger optical cross-section of PSI. Since 
the photosystem II (PSII) concentration did not change in the presence of nighttime lighting (see 
Table 1), the ratio o f PSII to PSI was higher during the daylight hours in the presence of light 
pollution (Fig 3f)-
The concentrations of Rubisco per cell (data not shown) did not change over the diel cycle. 
However, because the chlorophyll concentration per cell increased in presence of light pollution, 
the Rubisco normalized to Chia (Fig. 3e) was significantly lower in the presence of light 
pollution at most sampling times. There was no diumal pattern observed in the concentration of 
Rubisco.
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Table I : Results for /*wmax, achl, photosystem I and photosystem II concentration, total cellular protein 
content and microcystin content. Values represent average of the measurements taken at each sampling 
time, the standard déviations are presented in parenthèses.
Week 6:40 8:40 10:40 12:40 14:40 16:40 18:40 20:40 22:40 00:40 02:40 04:40
Variable sampled
aM
mg C mg Chl-1 
h'1 [pmol nr2 
s-1]'1
Weeksi
1 & 3
Week 22
0.042
(0.004)
0.043
(0.005)
0.038
(0.006)
0.035
(0.006)
0.036
(0.002)
0.050
(0.016)
0.033
(0.006)
0.045
(0.016)
0.036
(0.007)
0.039
(0.016)
0.039
(0.006)
0.038
(0.007)
0.040
(0.005)
0.045
(0.017)
0.047
(0.003)
0.038
(0.015)
0.051
(N/A)
N/A
0.052
(N/A)
0.058
(N/A)
0.046
(N/A
N/A
0.035
(N/A
0.057
(N/A)
pchl* max x Weeksi 
1 & 3
6.9
(1.1)
7.2
(0.8)
7.1
(0.5)
8.5
(1.4)
9.0
(3.5)
9.6
(4.7)
7.8
(0.7)
8.0
(0.77)
8.9
(N/A)
7.2'
(N/A)
6.1
(N/A)
7.3
(N/A)
(mg C mg chl'1 
h ') Week 22
6.8
(0.3)
7.4
(1.1)
8.5
(0.8)
8.7
(0.4)
7.0
(1.3)
8.0
(2.2)
7.4
(1.9)
6.4
(2.0) N/A
7.4
(N/A) N/A
6.7
(N/A)
Photosystem I 
(PsaC) 
(fmol/cell)
Weeksi 
1 & 3
23.6
(15.5) N/A
24.3
(14.0) N/A
21.3
(10.5) N/A
15.5
(6.1) N/A
15.2
(8.9) N/A
15.2
(8.2) N/A
Week 22
8.9
(2.7) N/A
8.1
(0.7) N/A
8.8
(1-4) N/A
7.2
(1.4) N/A
8.0
(0.6) N/A
9.3
(0.9) N/A
Photosystem II 
(PsbA) 
(mol/mol Chia)
Weeksi 
1 & 3
Week 22
0.042
(0.015)
0.036
(0.013)
N/A
N/A
0.046
(0.022)
0.038
(0.017)
N/A
N/A
0.050
(0.019)
0.042
(0.023)
N/A
N/A
0.053
(0.022)
0.043
(0.021)
N/A
N/A
0.049
(0.023)
0.031
(0.007)
N/A
N/A
0.043
(0.024)
0.034
(0.010)
N/A
N/A
Total protein
Weeksi 
1 & 3
6.8E-06
(1.7E-06) N/A
6.7E-06
(1.3E-06) N/A
6.5E-06
(2.1E-06) N/A
5.6E-06
(1.4E-06) N/A
5.4E-06
(1.3E-06) N/A
5.25E-06
(7.7E-07) N/A
content (pg/cell) Week 22 5.9E-06(1.5E-06) N/A
6.9E-06
(1.7E-06) N/A
7.8E-06
(2.1E-06) N/A
5.9E-06
(1.3E-06) N/A
5.7E-06
(1.4E-06) N/A
5.6E-06
(1.4E-06) N/A
Microcystin (pg/
Weeksi 
1 & 3
2.4E-07
(1.3E-07) N/A
1.60E-07
(6.0E-08) N/A
3.4E-07
(2.4E-07) N/A
1.76E-07
(7.0E-08) N/A
2.5E-07
(1.3E-07) N/A
2.1E-07
(1.1E-07) N/A
cell) Week 22 2.7E-07(1.5E-07) N/A
2.5E-07
(2.0E-07) N/A
1.5E-07
(1.0E-07) N/A
1.9E-07
(1.3E-07) N/A
1.1E-07
(4.9E-08) N/A
2.6E-07
(2.4E-07) N/A
1. Without night lighting.
2. With night lighting.
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Figure 3: Diel pattem s o f  the variables that show ed signifïcant différences (*) during the light pollution 
treatment: a) intracellular chlorophyll concentration, b) m axim um  quantum  yield o f  charge séparation, c) 
photosystem  II (PSII) functional absorption cross-section at 630 nm, d) ratio o f  photosystem  I (PSI) to 
chlorophyll a, e) ratio o f  the num ber o f  Rubisco to chlorophyll m olécules and 0  ratio o f  PSII to  PSI. 
Signifïcant différences where norm ality could not be verified are represented by (*). Points represent the 
m eans o f  ail results obtained for that sam pling tim e under the sam e conditions o f  n ight lighting (w ith or 
w ithout light pollution) and error bars are the standard déviations. Darkened areas represent the nighttim e. 
The m aximum o f the sinusoïdal irradiance régim e was reached at 12:00 (dotted line). Splines jo in in g  the 
m easurem ent points were added as a visual aid and do not represent real changes betw een m easurem ents.
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Discussion
The levels of light pollution conditions that we simulated are realistic to those found at the water 
surface near a lamppost; they are neither the extreme conditions that can be found in heavily lit 
urban ponds, nor the conditions that are experienced by most cyanobacteria further away from 
Street lamps or deeper in the water in urban lakes. In this sense, if we hadn’t observed any 
effects, it would have been unlikely that any effects could be observed in most environments. 
The potential conséquences of our observations in the natural environment are, however, not 
possible to evaluate as we do not know the threshold value of nighttime irradiance that is 
necessary to cause an effect. As such, the potential impact could be limited to a very small area 
just under the lampposts in nature.
There are no other studies on the effects of light pollution on phytoplankton. However, studies on 
the diumal variations of photophysiological parameters in cyanobacteria species allow us to 
compare our results with others. The decrease in values of Fx/Fm during the maximum irradiance 
period could be attributed to photoinhibition. This is comparable to what has been observed 
during daytime in outdoor photobioreactors containing cultures of Spirulina platensis (Torzillo et 
al., 1998) as well as in nature for various species (Zhang et al., 2008). However, Bruyant et al. 
(2005) measured diel variation of Fx/Fm for a marine cyanobacterium, Prochlorococcus, during 
day and night, and found that it remained relatively constant at night. Diel Chia variations per 
cell observed in the absence of light pollution are similar to those measured in the laboratory for 
Prochlorococcus strains by Jacquet et al. (2001), which showed an increase at night and a 
minimum during the day.
The goal of this exploratory study was to verify if changes occur in the photophysiology of 
cyanobacteria in the presence of nighttime lighting. As such, our measurements were not planned 
to understand why such changes occur. We are thus cautious not to extend our interprétations 
beyond the présent dataset. Nevertheless, we can propose a working hypothesis that is consistent 
with our observations to explain the observations. PSI number per cell are lower in the presence 
of orange light during the night period while PSII concentration remains constant leading to a
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lower PSI to PSII ratio. At the same time, the Chia per PSI sufficiently to more than compensate 
for the decrease in photosynthetic capacity at low light by increasing the absorption cross-section 
of PSI. This leads to an apparent imbalance in light absorption between the two photosystems at 
low light during the day unless the absorption cross-section of PSII also changes. This appears to 
be the case as we observed an increase in the absorption cross-section o f PSII at 630 nm. This 
increase could originate from the presence of a larger number of phycobilisomes attached to PSII 
since other pigments have very little absorption at 630 nm. These observations thus appear 
consistent with the cell attempting to balance light between the two photosystems under low light 
conditions, first by increasing the PSI functional absorption cross-section because of the low 
light présent and then by increasing PSII absorption to compensate for reduced (relative to PSI) 
excitation of PSII.
The decrease in the maximum quantum yield of charge séparation in the presence of light 
pollution is more difficult to explain. In fact, this resuit appears to contradict the stability 
observed in a°hl because this parameter is equal to the product o f the quantum yield o f carbon 
fixation and the chlorophyll spécifie absorption coefficient. Since a reduced quantum yield of 
charge séparation in PSII must be followed by a reduced quantum yield of carbon fixation (in a 
model where ail électrons are used for carbon fixation), three hypothèses could reconcile these 
three observations, none of which can be fully tested with the présent dataset: 1) the chlorophyll 
spécifie absorption increases in the presence of light pollution to compensate for the decrease in 
the quantum yield of carbon fixation, 2) the measurement o f F\/Fm is not estimating the quantum 
yield of charge séparation correctly (e.g., Campbell et al, 1998), and 3) not ail électrons are used 
for carbon fixation and alternative electron sinks (e.g., Noctor and Foyer, 2000) decrease in the 
presence of light pollution. The first hypothesis is not consistent with the increased chlorophyll 
concentration within the cells, which would decrease the chlorophyll spécifie absorption 
coefficient. The second hypothesis seems to be the most likely, if we assume that fluorescence 
from PSI is signifïcant (Campbell et al., 1998) in the optical configuration of our fluorometer 
(Simis et a l, 2012). Because PSI does not produce variable fluorescence, any increase in PSI 
fluorescence would lead to a decrease in Fv/F m. This hypothesis is consistent with the inverse 
relationship between intracellular chlorophyll concentration and Fv/Fm. It is, however, challenged
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by the first measurement at 6:00 am when there is a large différence in Fv/Fm but similar 
intracellular chlorophyll concentrations. The third hypothesis appears far-fetched but cannot be 
excluded based on our dataset.
This study showed that nighttime irradiance levels comparable to the light pollution présent near 
shore in the lit area o f lakes can influence the photophysiology of Microcystis aeruginosa. While 
a working hypothesis was proposed to explain the observed changes, the mechanisms behind the 
changes as well as the threshold for the effects of light pollution remain unknown and will 
require further studies. Furthermore, while we hypothesized that an increased absorption near 
600 nm may make cyanobacteria more susceptible to the effects o f light pollution, in the absence 
of a better understanding of the mechanisms behind these changes, it does not exclude that 
eukaryotic algae and other aquatic plants could be as susceptible since the photoreceptor(s) 
(Mullineaux, 2001) responsible for the response observed here are unknown. Finally, it must be 
strongly emphasized that there is no indication from this study that light pollution has any impact 
on the increasing occurrence of cyanobacterial blooms as observed throughout the world. 
Eutrophication resulting from the addition of phosphate in the environment is the most likely 
cause in most cases (Schindler, 2012).
Acknowledgments
We thank Audrey Barnett for help with the Photon Systems Instruments fluorometer’s data 
Processing, Doug Campbell and his team for their help during protein analysis, Patrick Cliché for 
designing and building our turbidostat System, Mariette Lambert for help with sampling, Jean- 
Philippe Morin for help with statistical analysis, and Rosalie Parent for everything else that made 
the experiment possible.
Funding
This study was supported through a Natural Sciences and Engineering Research Council of 
Canada Discovery Grant, the Fonds de recherche Nature et Technologies New Researcher Start-
47
Up Program, and the Canada Research Chair program to YH. It was also made possible through 
infrastructure obtained through the Canadian Foundation for Innovation Leaders Opportunity 
Fund to YH and a University of Sherbrooke Start-Up Grant to YH. The Programme de 
Recherche Pour les Enseignants de Collège of the Fonds de Recherche Nature et Technologies 
du Québec, attributed to MHL, also contributed to the study.
References
Allen, M. B. (1959) Studies with Cyanidium caldarium, an anomalously pigmented chlorophyte, 
Arch. Microbiol., 32, pp. 270-277.
Allen, M. M. and Stanier, R. Y. (1968) Growth and division of some unicellular blue-green algae, 
J. Gen. Microbiol., 51, pp. 199-202.
ANONYMOUS (1983) Guide to High Intensity Discharge Lamps, North American Philips 
Lighting Corporation, Bloomfield, New Jersey, 23 p.
Brown, C.M., MacKinnon, J.D., Cockshutt, A.M., Villareal, T.A., Campbell, D.A. (2008) Flux 
capacities and acclimation costs in Trichodesmium from the Gulf o f Mexico, Mar. Biol. 154, pp. 
413-422.
Bruyant, F., Babin, M., Genty, B., Prasil, O., Behrenfeld, M.J., Claustre, H., Bricaud, A., 
Garczarek, L., Holtzendorflf, J., Koblizek, M., Dousova, H., Partensky, F. (2005) Diel variations 
in the photosynthetic parameters of Prochlorococcus strain PCC 9511 : Combined effects o f light 
and cell cycle, Limnol. Oceanogr., 50, pp. 850-863.
Ciotti, A.M., Lewis, M.R., Cullen, J.J. (2002) Assessment of the relationships between dominant 
cell size in natural phytoplankton communities and the spectral shape of the absorption 
coefficient, Limnol. Oceanogr., 47, pp. 404-437.
48
Campbell, D., Vaughan H., Clarke, A.K., Gustafsson, P. and Ôquist, G. (1998) Chlorophyll 
Fluorescence Analysis o f Cyanobacterial Photosynthesis and Acclimation, Microbiol. Mol. Biol. 
Rev. 62, pp. 667-683.
Ditty, J.L., Williams, S.B. & Golden, S.S. (2003) A cyanobacterial circadian timing mechanism, 
Annu. Rev. Genet., 37, pp. 513-543.
Dodson, S. (1990) Predicting diel vertical migration of zooplankton, Limnol. Oceanogr., 35, pp. 
1195-1200.
Jacquet, S., Partensky, F., Marie, D., Casotti, R. and Vaulot, D. (2001) Cell cycle régulation by 
light in Prochlorococcus strains, Appl. Environ. Microbiol., 67, pp. 782-790.
Kolber, Z. S. and Falkowski, P. G. (1992) Fast répétition rate (FRR) fluorometer for making in 
situ measurements o f primary productivity, Océans ’92. Mastering the Océans through 
Technology, pp. 637-664. IEEE Proceedings, New York.
Lambert, T.W., Holmes, C.F.B. and Hrudey, S.E. (1994) Microcystin class o f toxins: health 
effects and safety o f drinking water supplies, Environ. Rev., 2, pp. 167-186.
Lavergne, J., Trissl, H.W. (1995) Theory of fluorescence induction in photosystem II: Dérivation 
of analytical expressions in a model including exciton-radical- pair equilibrium and restricted 
energy transfer between photosynthetic units, Biophys. J., 68, pp. 2474-2492.
Longcore, T. and Rich, C. (2004) Ecological light pollution, Front. Ecol. Environ., 2, pp. 
191-198.
Maclntyre, H.L. and Cullen, J.J. (2005) Using Cultures to Investigate the Physiological Ecology 
of Microalgae, Chap. 19, pp. 287- 326 m Andersen, R.A., Algal Culturing Techniques, Elsevier 
Académie Press, Oxford, 578 p.
49
Moore, M.V., Kohler, S.J. and Cheers, M.S. (2006) Artiflcial Light at Night in Freshwater 
Habitats and Its Potential Ecological Effects, Chap. 15, pp. 365-384, in Rich, C. and Longcore,
T., Ecological Conséquences of Artificial Night Lighting, Island Press, Washington, DC, 458 p.
Mullineaux, C W. (2001) How Do Cyanobacteria Sense and Respond to Light?, Mol. Microbiol., 
41, pp. 965-71.
Navara, K. J. and Nelson, R. J. (2007) The dark side of light at night: physiological, 
epidemiological, and ecological conséquences, J. Pineal Res., 43, pp. 215-224.
Nielsen, E.S. (1975) Marine Photosynthesis: With Spécial Emphasis on the Ecological Aspects. 
Elsevier Science Ltd, Amsterdam, 141p.
Noctor, G. and Foyer, C.H. (2000) Homeostasis of Adenylate Status During Photosynthesis in a 
Fluctuating Environment, J. Exp. Bot., 51, pp. 347-356.
Rakhimberdieva, M.G., Boichenko, V.A., Karapetyan, N.V., Stadnichuk, I.N. (2001) Interaction 
of Phycobilisomes with Photosystem II Dimers and Photosystem I Monomers and Trimers in the 
Cyanobacterium Spirulina platensis, Biochemistry, 40, pp. 15780-15788.
Raven, J.A., and Cockell, C.S. (2006) Influence on Photosynthesis of Starlight, Moonlight, 
Planetlight, and Light Pollution (Reflections on Photosynthetically Active Radiation in the 
Universe), Astrobiology, 6, pp. 668-675.
Rippka, R., Deruelles, J., Waterbury, J. B., Herdman, M., Stanier, R. Y. (1979) Generic 
assignments, strain historiés and properties of pure cultures of cyanobacteria, J. Gen. Microbiol
111, pp. 1-61.
Rust, M.J., Golden, S.S., O’Shea, E.K. (2011) Light-Driven Changes in Energy Metabolism 
Directly Entrain the Cyanobacterial Circadian Oscillator, Science, 331, pp. 220-223.
50
Schindler, D.W. (2012) The dilemma of controlling cultural eutrophication o f lakes, Proceedings 
o f the royal society B. [Epub ahead of print].
Simis, S.G., Huot, Y., Babin, M., Seppàlâ, J. and Metsamaa, L. (2012) Optimization of Variable 
Fluorescence Measurements of Phytoplankton Communities with Cyanobacteria. Photosynth. 
Res., 112, pp. 13-30.
Torzillo, G., Bemardini, P. and Masojidek, J. (1998) On-line monitoring of chlorophyll 
fluorescence to assess the extent of photoinhibition of photosynthesis induced by high oxygen 
concentration and low température and its effect on the productivity o f outdoor cultures of 
spirulina platensis (cyanobacteria), J. Phycol, 34, pp. 504-510.
Welschmeyer, N.A. (1994) Fluorometric analysis o f chlorophyll a in the presence of chlorophyll 
b and pheopigments, Limnol. Oceanogr., 39, pp. 1985-1992.
Wiedner, C., Visser, P.M., Fastner, J., Metcalf, J.S., Codd, G.A. and Mur, L.R. (2003) Effects of 
light on the microcystin content o f Microcystis strain PCC 7806, Appl. Environ. Microbiol, 69, 
pp. 1475-1481.
Yang, Q., Pando, B.F., Dong, G., Golden, S.S., van Oudenaarden, A. (2010) Circadian gating of 
the cell cycle revealed in single cyanobacterial cells, Science, 19, pp. 1522-1526.
Zhang, M., Kong, F., Wu, X. and Xing, P. (2008) Différent photochemical responses of 
phytoplankters from the large shallow Taihu Lake of subtropical China in relation to light and 
mixing, Hydrobiologia, 603, pp. 267-278.
51
52
7. Conclusion
En conclusion, notre objectif était de vérifier si la pollution lumineuse pouvait influencer 
l’écophysiologie d’une cyanobactérie. Pour ce faire, nous nous sommes placés dans les 
conditions environnementales les plus propices à l’observation du phénomène, c’est-à-dire 
l’éclairement nocturne qui pourrait être observé près d’un lampadaire à la surface d’un lac tel 
que retrouvé occasionnellement en milieu urbain comme au lac des Nations. Notre expérience a 
démontré que dans ces conditions, la pollution lumineuse influence la photophysiologie d’une 
cyanobactérie.
Les cyanobactéries sont de bons organismes modèles pour étudier un polluant étant donné 
l’hypothèse de Margulis (1981), qui les suppose à la base des chloroplastes des plantes. Une 
étude menée de façon similaire à celle-ci, mais avec des plantes de différents taxons permettrait 
de savoir si les impacts de la pollution lumineuse observés sur l’écophysiologie de Microcystis 
aeruginosa sont les mêmes dans les cellules végétales. De plus, bien que l’on ait supposé que les 
cyanobactéries étaient plus susceptibles de subir un effet de la pollution lumineuse à cause du 
spectre d’absorption de la phycocyanine, il n’est pas exclu que les effets observés dans cette 
expérience soient dus à d’autres photorécepteurs présents chez des végétaux et des algues. 
D’autre part, une étude semblable sur les végétaux à plus long terme permettrait d’aider à 
confirmer certaines hypothèses sur les effets de la pollution lumineuse sur d’autres paramètres de 
l’écophysiologie végétale qui ne sont pas présents chez les cyanobactéries, comme les 
changements saisonniers ou la reproduction sexuée.
Même si cette étude avait un but exploratoire, le fait que l’écophysiologie des cyanobactéries 
cultivées en conditions contrôlées soit affectée par un éclairage nocturne très faible par rapport à 
leur éclairage de croissance est important car cela offre une nouvelle perspective sur les facteurs 
qui ont le pouvoir affecter les organismes photosynthétiques en milieu urbain.
Il est enfin important de mentionner que cette étude ne peut aucunement permettre de lier la 
pollution lumineuse aux épisodes d’efflorescence de cyanobactéries qui sont observés dans les
53
lacs. L’eutrophisation causée par les apports de phosphates dans l’environnement en étant la 
cause la plus probable (Schindler, 2012).
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A nnexes
Annexe 1 : Détails des résultats
A l. Résultats et discussion
Les cultures ont été observées durant toute l’expérience afin de s’assurer du contrôle des 
conditions. Je présente d’abord les résultats de ces observations qui montrent une constance dans 
les paramètres des cultures tout au long de l’expérience. Je présente par la suite les analyses 
écophysiologiques qui ont permis de voir un effet de la pollution lumineuse. Puis, les mesures, 
qui n’ont pas été affectées.
A 1.1. Cultures et traitements 
Al.1.1. Éclairage
Comme mentionné dans la méthodologie, l’éclairage était contrôlé de façon à simuler les 
variations naturelles de l’éclairement extérieur. Cela a l’avantage de permettre d ’observer les 
variations journalières réalistes des différents paramètres écophysiologiques observés. 
L’éclairement situé entre 400 et 700 nm (PAR, Photosynthetically Active Radiation) a été mesuré 
au centre des trois cultures à tous les échantillonnages. L’éclairage a été bien maintenu durant 
toute la durée de l’expérience. Malheureusement, la culture A a commencé à adhérer aux parois 
dès la première période d’échantillonnage, par conséquent, elle devint beaucoup plus concentrée 
que les deux autres et a dû être éliminée des résultats par la suite. Ceci est reflété par le faible 
éclairage observé au centre de la culture les deuxième et troisième semaines (Figure 1).
64
600 ;
É clairem ent 
(PAR) 
(pm ol 
p h o to n s  
n r 2 s 1)
500 1
f
400 -iIi
300 i 
200 i
îoo i
i
0
0:00 12:00 0:00 12:00 0:00 12:00
Heure
A sem. 1 
Bsem. 1
q sem i
A sem. 2 
—— B sem. 2 
C sem. 2 
A sem. 3 
B sem. 3 
C sem. 3
Figure 1 : Variations de l’éclairement en fonction du temps pendant 48h telles qu’observées lors 
des trois périodes d ’échantillonnage au centre des trois cultures. L’éclairement nocturne lors de 
la semaine 2 (0,08 pmol photonnr2 s ']) n’est pas perceptible à cette échelle. Les séries dont le 
maximum est sous 200 pmol photonnr2 s '1 représentent l ’éclairement au centre de la culture A, 
qui avait atteint une densité telle que les cellules atténuaient près de la moitié de la lumière au 
centre de la culture.
A 1.1.2. Turbidité
Pour ce qui est des turbidostats, il était prévu de placer une sonde de turbidité par culture, mais il 
s ’est avéré qu’une seule était en état de fonctionner. Il fut donc supposé que les deux cultures (B 
et C) avaient une croissance semblable et les dilutions furent contrôlées à partir de la sonde de 
turbidité de la culture C. La turbidité, étalonnée pour la Chia, observée dans la culture C a donc 
varié normalement entre 175 et 200 pg Chia / L (Figure 2).
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Figure 2 : Variations de la turbidité en fonction du temps pendant 48h telle qu’observée dans la 
culture C lors des trois périodes d’échantillonnage. Les valeurs plus élevées que 200 représentent 
probablement des agrégats qui passaient entre la DEL et la photodiode du turbidimètre. Les 
valeurs sous 180 sont survenues lorsqu’un dépôt sur le turbidimètre a provoqué une dilution 
excessive.
A l.1.3. Chlorophylle a
En revanche, les mesures de la Chia montrent que sa concentration était plus élevée que celle 
obtenue avec les turbidimètres (Figure 3). Cela est probablement lié à une différence dans le
rapport carbone sur Chia dans la cellule entre celles utilisées pour la calibration et celles en
\
culture. Cette différence n’a pas de conséquences sur l’expérience, car les différences entre les 
semaines sont petites et suivent les mêmes variations temporelles.
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Figure 3 : Variations de la concentration de chlorophylle a en fonction du temps pendant 48h lors 
des trois périodes d’échantillonnage dans les cultures B et C.
A l.1.4. pH
La figure 4 montre bien les variations normales du pH pendant le jour. Il montait jusqu’à 8,4, 
l’injection commençait, et il redescendait jusqu’à 8,3. Par contre, durant la dernière semaine, le 
pH pouvait descendre jusqu’à 8,0, probablement à cause d’un changement de pression dans la 
ligne d’arrivée du CO2 . La figure 4 montre aussi un phénomène observé durant l’expérience, la 
respiration et l’absence de photosynthèse consommant le CO2 la nuit qui font baisser le pH de 
façon importante. Aucune mesure de contrôle de pH la nuit ne fut prise, le pH ne descendant
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jamais en dessous de la neutralité (pH de 7). Notons la constance du pH d’une semaine à l’autre 
durant les trois semaines qu’a duré l’expérience.
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Figure 4 : Variations du pH en fonction du temps pendant 48h telles qu’observées lors des trois 
périodes d ’échantillonnage au centre des cultures B et C. Des chutes ont été observées la nuit.
A l.15 . Diamètres cellulaires
Enfin, le diamètre moyen des cellules mesuré était différent entre la semaine 1 et les semaines 2 
et 3 durant l’expérience (Figure 5), plus précisément, il augmentait d’une semaine à l’autre. On 
observe que les cellules semblent avoir augmenté de taille pendant l’expérience, en particulier 
après la première semaine. Comme ce fut le seul paramètre qui indiquait que la première semaine 
était différente des autres, nous croyons que les variations observées ne sont pas réelles. En effet, 
les cellules étaient conservées dans le Lugol avant d’être passées au Coulter Counter à la toute 
fin de l’expérimentation. Les cellules de la première semaine avaient donc été conservées 
environs 16 jours avant le comptage, comparativement à 9 pour ceux de la deuxième semaine et 
2 pour la troisième. Breteler (1985) a noté une décroissance de la taille des cellules conservées 
au Lugol avec le temps chez certaines espèces de phytoplancton sur des périodes de temps 
comparables à la notre, il est donc possible que ce soit ce que nous observons. La conservation 
des cellules dans le Lugol, pour des périodes prolongées, avant leur analyse au Coulter Counter 
sera donc à éviter dans le futur.
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Figure 5 : Variations du diamètre cellulaire en fonction du temps pendant 48h telles qu’observées 
lors des trois périodes d’échantillonnage au centre des cultures B et C.
Globalement, les conditions sont donc restées constantes au cours des trois semaines qu’a duré 
l ’expérience, ce qui porte à croire que les changements observés dans l’écophysiologie décrits 
plus loin ne sont pas dus à autre chose que le changement de luminosité nocturne.
A 1.2. Résultats montrant un effet de la pollution lumineuse sur les cultures
Parmi les mesures qui sont affectées par la pollution lumineuse, nous retrouvons le rendement 
quantique de photosynthèse, la concentration de chlorophylle a par cellule, ainsi que la 
concentration cellulaire des protéines photosynthétiques PsaC et RbcL.
A l.2.1. Rendement quantique de photosynthèse
Le rendement quantique de séparation des charges au photosystème II obtenu par fluorescence 
variable (Fv/Fm) suit un cycle circadien par ses variations (Figure 6). En effet, on peut observer 
des changements de ce paramètre suivant l’éclairage, avec une forte chute durant la nuit et une 
autre, plus subtile, au maximum d’éclairement, entre 8h40 et 14h40. De plus, les valeurs du 
rapport Fy/Fm sont significativement inférieures durant les jours affectés par la pollution 
lumineuse, avec comme exceptions les dernières heures de la nuit (Figure 7). Cela porte à croire
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que Fv/Fm a été significativement affecté par le traitement lumineux et que cette différence est 
surtout visible le jour, lorsque la photosynthèse est active.
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Figure 6 : Rendement quantique de photosynthèse obtenu par fluorescence variable (Fv/F m) en 
fonction de l’heure pour les cultures B et C. Les moyennes obtenues lors des semaines 1 et 3 ont 
été utilisées pour les valeurs avec nuits noires et les moyennes des valeurs obtenues lors de la 
semaine 2 ont été utilisées pour les valeurs avec pollution lumineuse. Les écarts-types des 
valeurs utilisées ont été représentés sous forme de barres d ’erreurs. La partie sombre de l’axe des 
x représente la nuit.
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Figure 7 : Analyse statistique de la différence entre les F v/F m obtenus en présence de pollution 
lumineuse et en son absence. Les points représentent les différences moyennes pour chaque 
heure et les barres d’erreurs représentent les valeurs critiques qui montrent une différence
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significative lorsqu’elles ne touchent pas zéro. Un «X» a été utilisé pour identifier les heures où 
la normalité des valeurs n’a pas pu être démontrée et que, par conséquent, le test de 
significativité ne s’applique pas.
A 1.2.2. Chlorophylle a {Chia)
La concentration de Chia par cellule affiche des variations journalières, avec un maximum le 
jour et un minimum à la fin de la période d’éclairage (Figure 8). Ces concentrations changent de 
façon différente en présence et en absence de pollution lumineuse. En effet, le maximum se 
trouve au début de la période d’éclairage en absence de pollution lumineuse, et plutôt au 
maximum d’éclairage en présence de lumière nocturne. Les concentrations de chlorophylle a 
sont aussi généralement supérieures en présence de pollution lumineuse. Cette différence est 
significative entre le jour et entre minuit et 2 heures environ (Figure 9). Notons ici que la 
chlorophylle a est presque exclusivement associée au PSI chez les cyanobactéries. Cette 
observation signifie donc qu’il y a soit une augmentation de PSI par cellule, soit une 
augmentation de la chlorophylle par PSI en présence de pollution lumineuse.
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Figure 8 : Concentration de chlorophylle a par cellule en fonction de l’heure pour les cultures B 
et C. Les couleurs et les symboles sont les mêmes qu’à la figure 6.
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Figure 9 : Analyse statistique de la différence entre les concentrations de chlorophylle a obtenues 
en présence de pollution lumineuse et en son absence. Les couleurs et les symboles sont les 
mêmes qu’à la figure 7.
A 1.2.3 Protéines photosynthétiques
Les protéines photosynthétiques PsaC et RbcL par unité de chlorophylle n’ont pas montré de 
variations circadiennes claires, mais elles semblent affectées par la pollution lumineuse (Figures 
10 et 13). En effet, leurs concentrations normalisées à la chlorophylle a sont significativement 
inférieures en présence de pollution lumineuse (Figures 11 et 14). Ces résultats suggèrent 
fortement une augmentation de la chlorophylle par PSI (section efficace, d’absorption plus 
grande). La concentration de PsaC par cellule (Figures 12 et 13) semble aussi montrer une baisse 
en présence de pollution lumineuse, ce qui ne semble pas être le cas pour RbcL (Figures 16 et 
17).
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Figure 10 : Concentration de PsaC normalisée à la chlorophylle a en fonction de l’heure pour les 
cultures B et C. Les couleurs et les symboles sont les mêmes qu’à la figure 6.
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Figure 11 : Analyse statistique de la différence entre les concentrations de PsaC normalisée à la 
chlorophylle a obtenues en présence de pollution lumineuse et en son absence. Les couleurs et 
les symboles sont les mêmes qu’à la figure 7.
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Figure 12 : Concentration de PsaC par cellule en fonction de l’heure pour les cultures B et C. Les 
couleurs et les symboles sont les mêmes qu’à la figure 6.
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Figure 13 : Analyse statistique de la différence entre les concentrations de PsaC par cellule 
obtenues en présence de pollution lumineuse et en son absence. Les couleurs et les symboles sont 
les mêmes qu’à la figure 7.
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Figure 14 : Concentration de RbcL normalisée à la chlorophylle a en fonction de l’heure pour les 
cultures B et C. Les couleurs et les symboles sont les mêmes qu’à la figure 6. 
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Figure 15 : Analyse statistique de la différence entre les concentrations de RbcL normalisées à la 
chlorophylle obtenues en présence de pollution lumineuse et en son absence. Les couleurs et les 
symboles sont les mêmes qu’à la figure 7.
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Figure 16 : Concentration de RbcL par cellule en fonction de l’heure pour les cultures B et C. 
Les couleurs et les symboles sont les mêmes qu’à la figure 6.
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Figure 17 : Analyse statistique de la différence entre les concentrations de RbcL par cellule 
obtenues en présence de pollution lumineuse et en son absence. Les couleurs et les symboles sont 
les mêmes qu’à la figure 7.
A1.3. Résultats ne montrant pas d’influence de la pollution lumineuse sur les cultures
Bien que les résultats précédents soient affectés par la pollution lumineuse, d ’autres paramètres 
sont stables malgré le traitement lumineux. Il s’agit de la concentration de protéines par cellule, 
la concentration de PsbA normalisée à la chlorophylle a et les paramètres a chl et PChlmax des 
courbes de photosynthèse en fonction de l’éclairement. La concentration de microcystine
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intracellulaire semble aussi peu affectée à priori, mais cela n’a pas encore été vérifié 
statistiquement.
A1J.1. Protéines
La protéine photosynthétique PsbA ne présente pas de variations journalières claires (Figures 18 
et X). De plus, les différences entre les données obtenues lors du traitement et en son absence ne 
sont jamais significatives lorsque normalisées à la Chia (Figure 18 et 20) et, bien que le test de 
significativité formel n’ait pas été fait, les différences de concentrations de PsbA par cellule ne 
sont visiblement pas significatives (figure 19). Il semble donc que la quantité de photosystème II 
ne soit pas affectée par la pollution lumineuse.
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Figure 18 : Concentration de PsbA normalisée à la chlorophylle a en fonction de l’heure pour les 
cultures B et C. Les couleurs et les symboles sont les mêmes qu’à la figure 6.
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Figure 19 : Analyse statistique de la différence entre les concentrations de PsbA obtenues en 
présence de pollution lumineuse et en son absence. Les couleurs et les symboles sont les mêmes 
qu’à la figure 7.
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Figure 20 : Concentration de PsbA par cellule en fonction de l’heure pour les cultures B et C. Les 
couleurs et les symboles sont les mêmes qu’à la figure 6.
Les protéines totales ne semblent pas varier selon le cycle circadien des cellules (Figure 21) et ne 
sont pas significativement affectées par la pollution lumineuse (Figure 22).
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Figure 21 : Concentration de protéines en fonction de l’heure pour les cultures B et C. Les 
couleurs et les symboles sont les mêmes qu’à la figure 6.
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Figure 22 : Analyse statistique de la différence entre les concentrations de protéines obtenues en 
présence de pollution lumineuse et en son absence. Les couleurs et les symboles sont les mêmes 
qu’à la figure 7.
A 1.3.2. Efficacité photosynthétique par 14C
Des courbes de photosynthèse en fonction de l’éclairement ont été obtenues pour les cultures B 
et C. À partir de ces courbes, les paramètres aChl et PChlmax ont été calculés. PChlmax est le taux 
maximal de carbone fixé par photosynthèse à haut éclairement et a chl est la pente initiale
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d’augmentation de photosynthèse en fonction de l ’éclairement. Ces données ont été 
principalement obtenues le jour. Elles présentent peu de variations journalières et une absence 
d’effet du traitement lumineux (Figures 23 et 25). Cette stabilité indique que la pollution 
lumineuse n’a pas d ’effet sur la fixation de carbone dans nos cultures (Figures 24 et 26).
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Figure 23 : Pchlamax en fonction de l’heure pour les cultures B et C. Les couleurs et les symboles 
sont les mêmes qu’à la figure 6.
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Figure 24 : Analyse statistique de la différence entre les PChlamax obtenus en présence de 
pollution lumineuse et en son absence. Les couleurs et les symboles sont les mêmes qu’à la 
figure 7.
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Figure 25 : aChla en fonction de l’heure pour les cultures B et C. Les couleurs et les symboles sont 
les mêmes qu’à la figure 6.
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Figure 26 : Analyse statistique de la différence entre les aChla obtenus en présence de pollution 
lumineuse et en son absence. Les couleurs et les symboles sont les mêmes qu’à la figure 7.
A1.3 J .  Microcystine
La microcystine intracellulaire a été dosée à l’aide d ’un ELISA compétitif. Ses concentrations, 
que ce soit par protéines ou par cellules, semblent rester relativement stables au cours de la 
journée (Figures 27 et 29) et ne montrent pas assez de différences significatives pour pouvoir 
conclure qu’elles sont affectées par la pollution lumineuse (Figures 28 et 30).
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Figure 27 : Concentration de microcystine intracellulaire par rapport à la quantité totale de 
protéines en fonction de l’heure pour les cultures B et C. Les symboles et les couleurs sont les 
mêmes qu’à la figure 6.
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Figure 28: Analyse statistique de la différence entre les concentrations de microcystine 
intracellulaire par rapport à la quantité totale de protéines obtenues en présence de pollution 
lumineuse et en son absence. Les couleurs et les symboles sont les mêmes qu’à la figure 7.
81
7.E-07
Microcystine 4 .E-07 
intracellulaire 
(qg/cellule) 3-E~°7
2.E-07
l.E-07
O.E+OO
6:00 12:00 18:00
Heure
0:00 6:00
■O" Sans pollution lumineuse ■Avec pollution lumineuse
Figure 29 : Concentration de microcystine intracellulaire par rapport à la concentration de 
cellules en fonction de l’heure pour les cultures B et C. Les symboles et les couleurs sont les 
mêmes qu’à la figure 6.
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Figure 30 : Analyse statistique de la différence entre les concentrations de microcystine 
intracellulaire par celulle obtenues en présence de pollution lumineuse et en son absence. Les 
couleurs et les symboles sont les mêmes qu’à la figure 7.
A l.4.1 Cycle cellulaire
Des échantillons ont été pris pour une analyse du cycle cellulaire au cytomètre en flux. Toutefois, 
ces analyses n’ont pas été concluantes. Le seul indice du cycle cellulaire disponible reste le
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diamètre des cellules obtenu avec le Coulter Counter. Bien que la conservation des cellules ait 
influencé l’analyse des diamètres cellulaires, il est quand même possible d’observer une 
tendance dans les variations journalières du diamètre (Figure 31). La cytokinèse, moment où les 
deux cellules se divisent, pourrait arriver entre 14 heures et 22 heures dans cette expérience, où 
l’on observe une taille minimale des cellules. Cette observation est supportée par une diminution 
simultanée et rapide de la concentration de Chia par cellules (Figure 8).
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Figure 31 : Diamètre cellulaire en fonction de l ’heure. Les périodes de noirceur (nuits) sont 
représentées par les zones grises sur l’axe des x. Les semaines sont représentées séparément, à 
cause du problème de réduction de la taille causé par la conservation au Lugol.
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